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RÉSUMÉ
Les enjeux de santé publique et de développement durable conduisent à intensifier l’utilisation
de protéines végétales notamment dans les secteurs de biens de consommation comme l’industrie
pharmaceutique, l’agro-alimentaire et les cosmétiques. La levée récente de certains verrous techno-
logiques permet aujourd’hui la purification industrielle de protéines végétales issues de tourteaux
provenant de la production d’huiles végétales. Ces protéines sont valorisables comme substituts aux
graisses saturées dans la structuration d’huiles à destination de la consommation humaine. Le manque
de texture d’huiles végétales insaturées peut être compensé par ces protéines jouant le rôle de stabi-
lisants et de gélifiants dans les émulsions. Nous nous intéressons aux propriétés fonctionnelles des
protéines de blé, de tournesol et de colza, en volume et aux interfaces. Nous avons montré que des gels
de protéines de tournesol avec des élasticités modulables sont obtenus par dénaturation thermique.
La dynamique de formation de films protéiques aux interfaces fluides a été étudiée en combinant
des mesures de tensiométrie, de viscoélasticité dilatationnelle et d’ellipsométrie. Les mesures sur
plusieurs ordres de grandeurs en concentrations et en temps mettent en évidence différents régimes
de structuration associés à différentes dynamiques d’adsorption pour les trois protéines de blé, de
tournesol et de colza étudiées. Nous discutons également le rôle de la flexibilité des protéines dans
ces différents régimes de structuration.
Mots clés : Protéines végétales, Gluten, Tournesol, Colza, Interface, Gel, Tension de surface dy-
namique, Rhéologie, Rhéologie interfaciale, Ellipsométrie.
Avertissement :
Ce document est confidentiel, et a été réalisé dans le cadre du programme de recherche GENESYS
de la SAS PIVERT. Il ne peut être ni reproduit ni exploité sans l’autorisation expresse de la SAS
PIVERT.
Challenges of public health and sustainable development trend to intensify the use of vegetables
proteins, particularly in consumer goods sectors such as pharmaceutical, food and cosmetics indus-
tries. The recent overcome of technical limitation allows the industrial purification of vegetables
proteins derived from meal made by vegetable oils production. These proteins are valuable as substi-
tutes for saturated fats in structuring oils for human consumption. The lack of unsaturated vegetable
oil texture can be reduced by these proteins acting as stabilizers and gelling agents in emulsions.
We are interested in the functional properties of wheat, sunflower and rapeseed proteins, by volume
6and at interfaces. We have shown that sunflower protein gels with modulable elasticities are obtai-
ned by thermal denaturation. In addition, we studied the dynamics of protein film formation at fluid
interfaces by combining measurements of tensiometry, dilatational viscoelasticity and ellipsometry.
We highlight different structuring regimes and discuss the role of protein flexibility in this structuring.
Keywords : Plant proteins, Gluten, Sunflower, Rapeseed, Interface, Gel, Dynamic surface tension,
Rheology, Interfacial Rheology, Ellipsometry.
Disclaimer :
This document is confidential and was prepared within the frame of the GENESYS research pro-
gram of the SAS PIVERT. No copy, no distribution, and no exploitation are allowed without the
authorization of the SAS PIVERT
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INTRODUCTION
Les productions mondiales d’huiles de tournesol et de colza font parties des cinq plus grandes
productions d’huiles végétales et constituent à elles deux 25% de la production mondiale d’huiles
végétales (2010, Food and Agriculture Organization of the United Nations : www.fao.org). La France
a des rendements à l’hectare parmi les meilleurs du monde ce qui la place dans les positions de 4ème
productrice mondiale de colza, 9ème productrice de tournesol et 5ème productrice mondiale de blé
en 2017 (www.fao.org). Parmi les productions d’huiles végétales en france, 70 % proviennent du
colza (Huileries et margarineries de France, www.fncg.fr). Après cette trituration permettant d’ex-
traire l’huile, les tourteaux de tournesol et de colza, riches en protéines (30 - 40 %), sont aujour-
d’hui principalement destinés à l’alimentation animale. Cependant, les avancées récentes des procé-
dés de purification permettent l’obtention, à l’échelle industrielle, d’isolats riches à plus de 80 % en
protéines. Cela rend ces tourteaux purifiés valorisables dans les secteurs de consommation comme
l’agroalimentaire, la cosmétique et la pharmaceutique en tant qu’agent moussant, émulsifiant [1, 2]
et gélifiant [3, 4]. Les propriétés texturantes de certaines huiles comme l’huile de palme vient de sa
teneur riche en acides gras saturés qui ont des effets délétères sur la santé, tout comme les huiles
animales que l’on a un temps préconisé de remplacer par des huiles végétales hydrogénées. L’hydro-
génation des huiles végétales, outre qu’elle aboutit à des acides gras saturés, induit aussi la formation
de double liaison -trans dont les effets néfastes sur la santé sont avérés notamment sur le profil lipo-
protéique dans le plasma. Les huiles saturées et insaturées -trans augmentent le niveau de LDL (low
density lipoproteins, le mauvais cholestérol) et abaissent le niveau de HDL (high density lipopro-
teins, le bon cholestérol) [5]. Les enjeux de développement durable et de santé publique induisent un
besoin de substitution d’huiles et graisses saturées, solides à température ambiante, vers des huiles
insaturées comme les huiles végétales, insaturées. Les propriétés de texture insuffisantes de ces huiles
végétales peuvent être compensées par divers procédés. La texturation peut se faire par production
d’émulsions d’huile dans l’eau avec comme agents émulsifiants les protéines issues de la production
d’huiles végétales. Cela peut être combiné à la gélification de la phase aqueuse de ces émulsions.
L’aptitude émulsifiante et parfois gélifiante des protéines, peut être potentiellement valorisable par
la texturation d’huiles végétales. Le projet de thèse s’inscrit dans un projet plus large répondant à
l’appel d’offre de l’institut de transition énergétique PIVERT (Picardie Innovations Végétales, En-
seignements et Recherches Technologiques). Ce projet de thèse vise à améliorer la compréhension
des propriétés fonctionnelles de surface des protéines de blé, de tournesol et de colza. L’étude pré-
sentée dans ce manuscrit porte sur la cinétique de formation de films aux interfaces fluides (air/eau
et huile/eau) par adsorption des protéines initialement présentes en solution à différentes concentra-
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tions. La gélification par dénaturation thermique des protéines de tournesol et de colza a également
été étudiée. Les isolats de tournesol et de colza ont été purifiés au Laboratoire Réactions et Génie
des Procédés (LRGP, Romain Kapel, Odile Messieres et Mélody Basselin), basé à Vandoeuvre-lès-
Nancy. Ces isolats ont été fournis après le début de la thèse, c’est pourquoi l’isolat de blé, bien connu
de l’équipe et disponible immédiatement, a également fait objet d’une étude.
Le premier chapitre présente les notions nécessaires aux études sur les protéines en général et
le milieu interfacial. Il décrit la modélisation des cinétiques d’adsorption et la rhéologie de films
protéiques interfaciaux. La littérature existante sur les évolutions structurales de films protéiques, la
dynamique d’adsorption des protéines et la rhéologie du film sera abordée. La structure des protéines
d’intérêts, les procédés d’extraction existant et les propriétés fonctionnelles de ces protéines sera
mentionnée ,enfin le chapitre rappelle les motivations du travail de thèse.
Le deuxième chapitre est dédié aux différentes méthodes et techniques utilisées pour l’étude aux
interfaces air/eau et huile/eau. Les techniques utilisées pour évaluer différentes grandeur des protéines
en solution seront également décrites. La description quantitative des protocoles de purification et des
isolats ainsi produits sera mentionnée.
Le troisième chapitre se focalise sur les propriétés en volume des isolats protéiques. La solubilité
des isolats en solution est évaluée ainsi que les rayons hydrodynamiques des espèces solubilisées.
Les températures de dénaturation des isolats sont mesurées et un criblage des conditions physico-
chimiques permettant la formation d’un gel par dénaturation thermique est effectué. L’évolution des
propriétés rhéologiques d’une solution d’isolat de tournesol est effectuée au cours de la dénaturation
thermique.
Le quatrième chapitre présente l’étude interfaciale d’une solution de protéines de blé (gliadines)
en solvant acétique à pH 3, à l’interface air/eau. Les mesures de pression de surface sont effectuées
sur cinq ordres de grandeur en concentrations, de 0.001 g/L à 110 g/L et quatre ordres de grandeur en
temps, jusqu’à 10000 s, par méthode de la goutte pendante. Les mesures de rhéologie dilatationnelle
interfaciale et de profil optique donnent accès à un scénario de la formation du film protéique. Trois
régimes sont identifiés et délimités par les changements de pentes du module élastique. Cette étude a
été publiée dans le journal suivant Journal of Colloid and Interface Science 526 (2018) 337 – 346, et
porte le nom “Multistep building of a soft plant protein at the air-water interface”. L’article est ajouté
à ce chapitre qui apporte quelques informations complémentaires.
Le cinquième chapitre présente l’étude de l’interface air/eau et hexadécane/eau d’une solution
d’isolat de tournesol en solvant hydroxyde de sodium à pH 10. Une démarche similaire à ce qui a
été effectuée pour les protéines de blé est présentée. Les mesures de tension de surface et de profil
optique sont présentées avec les modèles appropriés à l’interprétation de différentes étapes de forma-
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tion. La mesure à temps long permet d’établir et de conforter l’interprétation d’un dernier régime de
vieillissement au cours duquel une agrégation protéique, sous la surface est mise en évidence.
Le sixième et dernier chapitre présente une comparaison des études interfaciales des trois pro-
téines d’intérêts, de blé, de tournesol et de colza. Ce chapitre met en relief les différences et in-
variances obtenues dans la formation de films protéiques et les discute en lien avec la littérature
existante.
L’annexe présente la caractérisation d’un lot d’isolat de tournesol plus pur que celui qui a été
utilisé pour l’étude interfaciale et volumique. Sa réception tardive n’a pas permis d’effectuer une
étude interfaciale. Les propriétés rhéologiques interfaciales d’une goutte d’isolat de tournesol avec
échange de volume de solvant à différents pH, sont mesurées. Le lot de tournesol utilisé est le même
que celui utilisé pour toutes les études présentées dans ce manuscrit. L’influence de la pureté sur les
propriétés interfaciales et volumiques de deux lots d’albumines de colza est présentée.

1. MOTIVATIONS ET ÉTAT DE L’ART
Les protéines ont été nommées ainsi au XIXème siècle en référence à leurs rôles de première im-
portance dans les êtres vivants (grec : Prôtos). Depuis la découverte de leur propriétés émulsifiantes
vers la fin du XIXème siècle [6], les propriétés fonctionnelles des protéines sont l’objet d’un intérêt
particulier pour les communautés scientifiques [7–9]. La complexité des protéines leur confère des
propriétés d’hydratation, de texturation et de surface uniques, abordées dans ce chapitre. On se foca-
lise sur les notions permettant de décrire le milieu interfacial liquide/fluide en présence de protéines
ainsi que les propriétés fonctionnelles des protéines d’intérêt.
1.1 Les protéines
La protéine est un assemblage d’acides aminés (aussi appelés peptides ou résidus) liés de ma-
nière covalente par une liaison peptidique [10] (fig. 1.1). Un acide aminé est composé d’un groupe
carboxyle, d’un groupe amine et d’une chaîne latérale qui qui donne sa spécificité à l’acide aminé.
Dans le règne animale et végétale, 20 acides aminés sont utilisés par l’être vivant pour la synthèse des
protéines (fig. 1.2). Les acides aminés sont responsables des différentes interactions inter- et intra-
protéiques (fig. 1.3).
La plus forte de ces interactions est le pont disulfure. Cette interaction covalente peut être formée
uniquement entre deux cystéines, car seul cet acide aminé contient un groupe sulfhydryle (-SH).
Les interactions électrostatiques surviennent en présence de charge nette. Dans l’eau pure, l’arginine
et la lysine sont chargées positivement alors que l’acide glutamique et l’acide aspartique sont chargés
négativement. Ce sont les quatre principaux acides aminés liés aux interactions électrostatiques.
L’interaction entre un atome d’hydrogène et l’électron d’un autre atome est le pont hydrogène, fai-
sable par tous les acides aminés.
Les interactions de vander Waals, uniquement liée à la polarité des molécules, sont également faibles
par tous les acides aminés. Les acides aminés polaires vont interagir de manière attractive avec l’eau
alors que les acides aminés les moins polaires préfèrent interagir avec des régions moins polaires, on
parle d’interactions hydrophobes.
La protéine contient plusieurs niveaux d’organisations que l’on décrit par quatre niveaux de struc-
ture.
— La structure primaire est l’ordre de successsion des différents acides aminés dans la protéine,
déterminé par l’ADN.
— La séquence peptidique formée peut interagir avec elle même [12] par les ponts disulfures, les
interactions électrostatiques, les ponts hydrogènes, et les interactions de vander Waals. Ces
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Fig. 1.1: Schéma générique de l’acide aminé et de la liaison peptidique. (Image [10])
Fig. 1.2: Principaux acides aminés présents dans les protéines. La zone colorée correspond à la chaîne latérale
de l’acide aminé. (Image [11])
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Fig. 1.3: Schéma des interactions intramoléculaires de la séquence peptidique. (Image [11])
Fig. 1.4: Schéma des hélices α et feuillets β . (Image [11])
interactions intramoléculaires participent à la formation et au maintien de formes prises par
la séquence peptidique, comme les hélices α et feuillets β (fig. 1.4). Ces formes constituent
la structure secondaire de la protéine. (fig. 1.3.
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— L’agencement des hélices et des feuillets dans l’espace constitue la structure tertiaire de la
protéine.
— Enfin, lorsqu’une protéine contient plus d’une séquence d’acides aminés, l’agencement des
différentes séquences entre elles forment la structure quaternaire [13].
Les protéines ont été classées de différentes manières complémentaires. T. Osborne [14] les a
classés selon le solvant dans lequel les protéines se solubilisent au maximum. Il nomme donc les al-
bumines, principalement solubles dans l’eau pure, les globulines, majoritairement solubles dans l’eau
salée, les prolamines préférant un mélange eau/alcool et les glutélines, solubles dans l’eau acide ou
basique. Une précision dans ce classement a pu être effectué grâce à la méthode d’ultracentrifugation
développée par T. Svedberg. Dans une solution protéique, l’accélération provoquée par l’ultracentri-
fugation (jusqu’à 106×g, g : accélération de la pesanteur) donne une vitesse de sédimentation à la
protéine dépendant de la masse, de la densité et de la forme de la protéine [15]. Le rapport de cette
vitesse de sédimentation sur l’accélération due à la centrifugeuse permet d’estimer un coefficient de
sédimentation aux protéines dont l’unité est le Svedberg (S). Cela permet de distinguer différents
types de gobulines comme les globulines 11S et les globulines 7S.
Les différents acides aminés confèrent à la protéine des régions plus hydrophiles et d’autres ré-
gions plus hydrophobes. Les régions hydrophiles préfèrent le contact de l’eau alors que les régions
hydrophobes vont préférer maximiser leur contact avec des zones moins polaires comme les autres
régions hydrophobes des protéines, la phase gazeuse, une phase liquide apolaire. Les protéines sont
donc des composés amphiphiles complexes par leur conformation et la pluralité de leurs régions hy-
drophiles et hydrophobes. En présence d’une interface elles peuvent s’y adsorber jusqu’à former un
film protéique séparant les deux milieux non miscibles.
1.2 L’interface
Deux phases coexistent lorsqu’elles sont séparées de manière stable par une interface. Le milieu
interfacial peut être caractérisé par son énergie libre de surface FS, lié à la formation d’une interface
d’aire A [16] :
FS =
∂F
∂A
= γA (1.1)
Où F est l’énergie libre du système et γ la tension de surface.
Plus concrètement, la tension de surface peut être perçue comme une force par unité de longueur
et par définition, les forces interfaciales sont parallèles à l’interface. Dans l’expérience de Dupré,
un film de liquide suspendu (liquide savonneux) est formé dans un support dont l’un des côtés est
mobile. Une force de traction
−→
T doit être exercée pour augmenter la surface du film. Lorsque le bord
mobile est déplacé d’une distance dl, l’interface des deux côtés du film augmente. Le travail δW de
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Fig. 1.5: Schéma de l’expérience de Dupré. (Image [17])
la force de traction
−→
T nécessaire pour étirer le film d’une longueur dl s’écrit :
δW =−→T .−→dl (1.2)
γdA = T dl (1.3)
Avec dA = 2L dl on obtient :
T = 2γL (1.4)
La tension de surface est donc indifféremment définie comme une énergie par unité de surface ou
une force par unité de longueur.
Lorsque qu’un composé amphiphile est adsorbé à l’interface, on définit la pression de surface Π de
la façon suivante :
Π = γ0− γ (1.5)
Où γ0 est la tension de surface entre le fluide α et β sans composé amphiphile et γ la tension de
surface de la solution en présence de composés amphiphiles.
L’interface séparant le fluide α et le fluide β est d’épaisseur non nulle et correspond à la région
où les gradients de concentrations des deux fluides sont non nuls. Mathématiquement, l’interface de
Gibbs est modéliser par un plan où la concentration du fluide α surestimé (Aire 1, fig. 1.6 (a)) au
voisinage de l’interface du côté du fluide α est égale à la concentration du fluide α sous estimé (Aire
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Fig. 1.6: a) Concentration du fluide α de part et d’autre de l’interface avec le fluide β , εα correspond à la faible
concentration de fluide α solubilisé dans le fluide β .
b) Concentration d’un composé amphiphile solubilisé dans le fluide α , C0 correspond à la concen-
tration en volume où le gradient de concentration est nul, ε correspond à la faible concentration du
composé amphiphile solubilisé dans le fluide β . La zone colorée correspond à la concentration super-
ficielle d’excès.
2, fig. 1.6 (a)) au voisinage de l’interface du côté du fluide β , c’est à dire que l’aire 1 est égale à l’aire
2.
La figure 1.6 (a) montre la concentration du fluide α en fonction de la distance z, z = 0 corres-
pond à l’interface, z < 0 correspond à la phase α et z > 0 correspond à la phase β et εα , à la faible
concentration de fluide α solubilisé dans le fluide β .
La figure 1.6 (b) montre la concentration d’un composé amphiphile solubilisé dans la phase α en
fonction de la distance z, ε correspond à la faible concentration du composé amphiphile solubilisé
dans le fluide β . La quantité de composés amphiphiles adsorbés à l’interface est définie par la concen-
tration superficielle d’excès Γ de la façon suivante :
Γ =
∫ 0
−∞
(C(z)−C0)dz+
∫ +∞
0
(C(z)− ε)dz (1.6)
Où C(z) est la concentration du composé en volume en fonction de la distance z (fig. 1.6 (b)), C∞ est
la concentration en volume où le gradient de concentration est nul.
1.2.1 Equation d’état, isotherme d’adsorption
L’équation d’état de l’interface rend compte de l’état d’équilibre du film interfacial, elle s’exprime
par la relation entre la tension de surface et la concentration superficielle d’excès du composé adsorbé
à l’interface [18]. La loi des gaz parfaits en volume est également valable à l’interface :
P =CRT (1.7)
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Où P est la pression du gaz, C =
n
V
la concentration du gaz par unité de volume, R la constante des
gaz parfaits et T la température. A l’interface, la loi des gaz parfaits devient :
Π = ΓRT (1.8)
Où Π est la pression de surface et Γ la concentration superficielle d’excès.
Cependant, cette loi n’est valable qu’à très faible pression de surface et lorsque la quantité de com-
posé qui s’adsorbe est très grande devant la quantité de composé qui se désorbe. En effet, pour les
composés adsorbés réversiblement la concentration superficielle d’excès à l’équilibre est liée à la
concentration en volume. La relation entre Γ et C s’exprime par un isotherme d’adsorption. L’iso-
therme de Gibbs pour l’ensemeble des composés adsorbés s’écrit de la façon suivante [16] :
−dγ =∑Γidµi (1.9)
Où Γi est la concentration superficielle d’excès et µi le potentiel chimique du composé i. La variation
du potentiel chimique du composé i est liée à la concentration en volume par l’équation suivante :
dµi = RT dlnCi (1.10)
En utilisant les équations 1.9 et 1.10 on obtient, pour le composé i, l’isotherme de Gibbs :
Γi =− 1RT
dγ
dlnCi
(1.11)
Dans le cas des protéines, I. Langmuir souligne la très faible solubilité des films protéiques étalés
à l’interface air/eau et l’improbabilité d’un équilibre adsorption/désorption pour les protéines [19].
Cela remet en cause l’isotherme d’adsorption à l’équilibre adsorption/désorption de Gibbs pour les
protéines [6]. Afin d’établir un isotherme qui rende compte de la relation entre C et Γ pour les
composés amphiphile adsorbés irréversiblement comme les protéines, c’est à dire sans désorption
possible, il faut établir l’évolution des dynamiques d’adsorption à l’interface.
1.2.2 Dynamique d’adsorption
On peut décrire l’adsorption d’un composé amphiphile solubilisé dans un liquide à une interface
fluide comme résultant de deux mécanismes :
— Le transport du composé amphiphile jusqu’à l’interface.
— La réaction d’adsorption à l’interface.
Un premier cas limite consiste à considérer que le transport du composé amphiphile vers l’inter-
face est largement plus rapide que l’adsorption du composé à l’interface. L’adsorption du composé
est donc limitée par la réaction d’adsorption. La réaction d’adsorption peut s’écrire de la manière
suivante pour un composé amphiphile en volume P , qui s’adsorbe irréversiblement Pads avec la
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constante d’adsorption ka :
P
ka−−→Pads (1.12)
On définit Γ (t) la concentration superficielle d’excès en fonction du temps t, Γm la concentration
superficielle d’excès à saturation de la monocouche interfaciale. L’isotherme de Langmuir prend en
compte la saturation de la monocouche interfaciale dans la cinétique d’adsorption. L’isotherme de
Langmuir s’écrit de la manière suivante [20–22] :
dΓ (t)
dt
= kaCΓm
(
1− Γ (t)
Γm
)
(1.13)
Où C est la concentration volumique du composé amphiphile et t le temps. Dans cet isotherme,
l’espace occupé par le composé adsorbé est identique selon qu’il soit voisin ou non d’un composé
déjà adsorbé, la fraction de surface occupée par les composés amphiphiles est
Γ (t)
Γm
. Les composés
adsorbés sont considérés fixes à l’interface donc la fraction d’espace libre est 1− Γ (t)
Γm
.
La résolution de l’équation différentielle en prenant les conditions limites à temps court lim
t→0
Γ (t) = 0
et à temps long lim
t→∞Γ (t) = Γm s’écrit :
Γ (t) = Γm(1− exp−kaCt) (1.14)
Si à l’inverse, on considère que la réaction d’adsorption est largement plus rapide que le transport des
composés amphiphiles à l’interface, l’adsorption est limitée par le mécanisme de transport. Lorsque
le mécanisme de transport limitant est la diffusion des composés amphiphiles, la concentration su-
perficielle d’excès en fonction du temps s’écrit de la manière suivante [23] :
Γ (t) = 2C
√
Dt
pi
(1.15)
Où D est le coefficient de diffusion des composés amphiphiles en solution.
Lorsque l’on considère l’adsorption des composés amphiphiles limitées par la diffusion (eq. 1.15)
et la saturation monocouche de l’interface (1.14), la concentration superficielle d’excès peut alors
s’écrire de la façon suivante [22] :
Γ (t) = Γm
1− exp
−2C
Γm
√
Dt
pi
 (1.16)
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Pour l’étude des phénomènes d’adsorption, les protéines ont l’avantage d’être adsorbées irréversi-
blement, contrairement aux tensioactifs moléculaires où les réactions d’adsorption et de désorption ne
sont pas dissociables car l’énergie de désorption est de l’ordre de grandeur de l’agitation thermique.
De plus, le coefficient de diffusion des protéines, plus bas que celui des tensioactifs moléculaires, a
rendu possible la confrontation du modèle diffusif simple (eq. 1.15) avec les mesures expérimentales.
Il existe un temps, le temps de latence, pour lequel la pression de surface devient détectable et marque
la fin du régime gazeux. La prédiction de ce temps par le modèle diffusif est (eq. 1.15) :
tl1 =
pi
D
(
Γl1
2C
)2
(1.17)
Où tl1 est le temps de latence et Γl1 la concentration superficielle d’excès latente.
Ce temps a été détecté expérimentalement pour une solution protéique d’albumines de sérum bo-
vin (BSA) et comparé au temps prédit par le modèle diffusif. En déposant un film de Langmuir d’une
solution de concentration connue de BSA (propanol :eau,BSA, acétate de sodium), F. MacRtichie a
évalué Γl1 = 0.7 mg/m
2 pour atteindre une pression de surface Π de 0.1 mN/m. Il ensuite mesuré le
temps nécessaire à l’augmentation de Π de 0.1 mN/m pour des solutions de BSA de concentrations
variables, dans l’eau distillée uniquement. Le temps nécessaire à l’augmentation de pression de sur-
face de 0.1 mN/m à différentes concentrations de BSA en volume est comparée au modèle diffusif
(fig. 1.7 (a)). Les temps nécessaires aux augmentations de pression de surface plus élevées ont égale-
ment été mesurés et comparés au modèle diffusif (fig. 1.7 (b)) [24]. F. MacRitchie constate que pour
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Fig. 1.7: Temps de latence mesuré en fonction du temps de latence prédit par le modèle diffusif pour une
solution de BSA. (a) Les carrés vides correspondent aux détections des temps de latences à Π = 0.1
mN/m. (b) Les différents symboles correspondent aux détections des temps de latences pour Π = 0.1
à 2 mN/m avec des concentrations C = 0.002 % et C = 0.003 %. (Résulats des tableaux I et II [24])
atteindre une pression de surface à 0.1 mN/m les temps de latence mesurés sont légèrement inférieurs
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au modèle diffusif et d’autant plus inférieurs que la concentration en volume est faible et que le temps
prédit est long. L’écart est attribué à de la convection en volume ou à la contamination de l’interface.
L’écart entre les temps de latences expérimentaux et prédits sont d’autant plus supérieurs au modèle
diffusif que les pressions de surface de détection sont élevées. Il attribue cet effet à la présence d’une
barrière d’adsorption liée au remplissage de l’interface. L’écart au modèle diffusif a par la suite été
modélisé par un coefficient de diffusion apparant [25], lié au coefficient de diffusion des composés
en solution, limité par barrière d’adsorption du type loi d’Arrhenius :
Da = D.e(
−2εa
RT ) (1.18)
Avec εa l’énergie d’activation de la réaction d’adsorption, R la constante des gaz parfaits et T la tem-
pérature.
Grâce à l’évolution des techniques de mesures de pression de surface, les mesures des temps de
latence plus précis ont pu être effectuées. La figure 1.8 montre l’évolution des temps de latence en
fonction de la concentration d’une solution de BSA. La dépendance en loi de puissance d’exposant
C−2 indique un processus limité par la diffusion alors que la dépendance en loi de puissance C−1
indique un processus limité par la convection. [26] C. Ybert et al. ont proposé que le passage de
la limitation par la convection à la limitation par la diffusion est lié une longueur caractéristique
δ . Lorsque les protéines à une distance de l’interface supérieur à δ sont requises pour atteindre Γl1
l’adsorption devient dominée par la diffusion. Cette longueur est liée à la convection libre par le co-
efficient de transfert de masse k =
D
δ
. Le meilleur ajustement donne δ = 0.2 mm et la modélisation
de cette distance par les transports de convection libres liés aux heterogénéités de température et aux
dimensions de la cellule donne δ = 0.4 mm ce qui est en accord avec les mesures expérimentales.
Fig. 1.8: Temps de latence en fonction de la concentration de BSA en solution. Mesures expérimentales (ronds
vides) et prédictions (traits) diffusives en loi de puissance C−2 et convectives en loi de puissance C−1.
(Image [26])
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Les mécanismes limitant l’adsorption des protéines lorsque l’interface est modélisable par la loi des
gaz parfait sont donc la convection pour des concentrations en volume suffisamment faibles, puis la
diffusion des protéines à l’interface.
A la limite du régime gaz parfait, lorsque les protéines sont en monocouche et commencent à intéra-
gir, il est possible d’évaluer la masse molaire des protéines par la loi des gaz parfaits en connaissant
la quantité déposée à l’interface et l’évolution de Π en fonction de l’aire interfaciale [27, 28]. A
partir des valeurs de pressions de surface autour de 1 mN/m, les protéines n’obéissent plus à la loi
des gaz parfaits et la modélisation thermodynamique devient dépendante de nombreux paramètres.
V. B Fainerman, E. H Lucassen-Reynders et R. Miller ont proposé une équation d’état avec un iso-
therme d’adsorption pour les films protéique [29, 30]. Les paramètres ajustables de l’équation d’état
sont, les aires de surface minimales et maximales de la protéine, le nombre d’état de la protéine ad-
sorbée, le coefficient d’activité de surface de chaque état évoluant en loi de puissance α où α est
aussi un paramètre libre du modèle, la pression de surface lors de la saturation de la monocouche,
l’agrégation sous la première couche interfaciale et un coefficient d’interaction électrostatique, entre
autres. Dans ce modèle, sur dix paramètres ajustables, cinq sont trouvés par des mesures indépen-
dantes. Il faut donc effectuer plusieurs expérimentations sur le système avant de pouvoir prédire son
évolution avec la concentration en volume. La complexité de ce modèle, la quantité de paramètres
libres et ceux obtenus par des expériences annexes nous ont conduit à interpréter d’autres mesures
comme la concentration superficielle d’excès en fonction du temps à différentes concentrations de
composés amphiphiles en volume. Grâce à des techniques comme l’ellipsométrie, on peut mesurer
le profil optique du film de manière non invasive et modéliser la concentration superficielle d’excès
d’un composé adsorbé à l’interface avec le temps. La figure 1.9 montre la concentration superficielle
d’excès, d’une solution de BSA à 3 µM dans un solvant tampon phosphate en présence de dodécyl-
sulfate de sodium (SDS) à des concentrations en volume variables, en fonction du temps. Sans ajout
de SDS et avec ajout de SDS donnant une concentration à 0.001 mM, la concentration superficielle
Γ augmente rapidement jusque 1.4 mg/m2 puis atteint une asymptote avec le temps à 1.5 mg/m2. A
partir d’une concentration de SDS à 0.003 mM, Γ augmente beaucoup plus lentement sans atteindre
d’asymptote sur 10 h de mesure. Cela est attribué à l’interaction BSA/SDS sur la surface de la BSA
qui augmente la charge nette du complexe. La barrière d’adsorption est alors significativement plus
haute [31]. Pour une concentration en SDS à 0.3 mM, Γ augmente d’abord plus lentement à cause
d’une charge nette du complexe plus grande. Ensuite Γ devient plus élevé que la valeur de saturation
trouvée sans ajout de SDS. Cela est attribué à une perte de la structure tertiaire des protéines qui vont
donc favoriser l’étalement à l’interface. A la concentration micellaire critique du SDS (10 mM), le
SDS en excès est adsorbé et empêche l’adsorption des protéines complexés au SDS, cette courbe est
montré à titre de comparaison mais la valeur absolu ne correspond pas à la quantité de SDS adsorbé
à l’interface.
En plus d’interactions entre composé amphiphiles que l’on peut considérer comme des impure-
tés dans le cas d’isolat protéiques, de nombreux effets limitant l’adsorption ont été mis en évidence
1. Motivations et état de l’art 26
Fig. 1.9: Concentration superficielle d’excès avec le temps d’une solution de BSA à 3 µM dans un solvant
tampon phosphate (pH 6.7 I = 2 mM) en présence de dodécylsulfate de sodium (SDS) à des concen-
trations en volume variables. (Image [31])
comme les interactions électrostatiques [32], l’influence de la conformation des protéines à l’inter-
face et le changement de conformation lors de l’adsorption [33, 34].
Les différentes interactions lors de l’adsorption des protéines avec le film déjà formé et les diffé-
rentes interactions latérales inter et intra-protéiques complexifient significativement la modélisation
des dynamiques d’adsorption. Devant la complexité du problème d’adsorption pour des pressions de
surface non nulles, on peut distinguer différents types d’études courantes dans la littérature :
— Modélisation de l’équation d’état Π = f (Γ ) [29, 30, 35].
— Apports de résultats ciblés sur la strucutre du film protéique [36–38]
— Apports de résultats sur la formation du film protéique dans une large gamme pression de
surface [39–42]
Les études interfaciales présentées dans les chapitres suivants de ce manuscrit se situent dans le
dernier type d’études listées.
1.2.3 Structuration du film protéique
Par les théories issues de la modélisation de l’adsorption de polymères multiblocs asymétriques,
on peut modéliser des conformations étalées ou repliées au niveau de l’interface (modélisation 2D)
et des segments de polymères en dehors de l’interface (modélisation 3D) vient de théories issues
de la modélisation de l’adsorption polymères multiblocs asymétriques [43, 44]. La modélisation de
l’équation d’état par une loi de puissance Π ∝ Γ y permet d’évaluer la nature du solvant vu par le
composé adsorbé, d’après la valeur de y. Les valeurs données dans le tableau 1.10 (b) correspondent
à la modélisation des interactions du composé adsorbé avec le solvant. La considération d’abord en
2D (y2) est effectuée pour les plus basses pressions de surface, pui en 3D (y3) pour les pressions
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Fig. 1.10: a) Mesure de l’équation d’état à l’interface air/eau d’une solution tampon de β -caséine à la force
ionique I = 0.23 mM. (Image [44])
b) Tableau des exposants théoriques en considérant les interactions du composé adsorbé en 2D ou
en 3D, en régime semi dilué. (Image [45])
de surface plus haute [45]. La figure 1.10 (a) montre les mesures expérimentales de la pression de
surface en fonction de la concentration superficielle d’excès à l’interface air/eau d’une solution tam-
pon de β -caséine à la force ionique I = 0.23 mM. L’augmentation de Π = f (Γ ) correspond à une
loi de puissance y2 = 4.6 puis y3 = 1.2. D’après la modélisation par l’approche polymère, les blocs
hydrophiles forment des boucles 3D dans l’eau, c’est pourquoi le facteur y2 = 4.6 à basse pression
de surface indique que les segments de β -caséine adsorbés voient le solvant comme en bon solvant
et en solvant θ . A plus haute pression de surface, le y3 = 1.2 est interprété comme une formation
quasi-brosse des blocs hydrophiles dans l’eau [44].
La structure du film protéique peut également être étudiée grâce à des techniques optiques comme
l’éllipsométrie [46, 47], la spectrométrie infrarouge [48], la réflexion de neutrons [49, 50] ou bien la
réflexion des rayons X comme on peut le voir pour l’article [51].
Dans cet article, par réflexion des rayons X, Y. F. Yano et al. ont comparé les profils de la densité
électronique à l’interface air/eau de différentes protéines et les ont comparés aux profils modélisés
pour des protéines non dénaturées.
La figure 1.11 montre les profils de densité électronique expérimentaux et la modélisation des pro-
téines non dénaturées. Les travaux mettent en évidence la destructuration, c’est à dire lle changement
de conformation des protéines aux interfaces. La comparaison des profils montrent que la myoglobine
apparaît moins dénaturée lors de l’adsorption interfaciale que la BSA et le lysozyme. Par ailleurs, il
a été montré que l’énergie de compression par acides aminés de la BSA est cinq fois plus grande
que pour la myoglobine [52]. La rigidité de la protéine n’est donc pas la contribution principale li-
mitant le changement de conformation lors de l’adsorption. D’après Y. F. Yano et al. la dénaturation
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Fig. 1.11: Comparaison des profils de densité électronique expérimentaux (lignes pleines) après 10 - 14 s de
l’injection de solutions protéiques avec le profil simulé des protéines non dénaturées (lignes hachu-
rés). (Image [51])
interfaciale a lieu si la cinétique d’adsorption est similaire ou inférieure à la cinétique de dénaturation.
La formation de films protéiques de β -caséine et de lysozyme aux interfaces air/eau (a/e) et
huile/eau (h/e) a été étudiée par D.E. Graham et M.C Phillips [53] qui mesurent la pression de sur-
face par plaque de Wilhelmy et la concentration superficielle d’excès par radiotraceur au 14 C et
ellipsométrie. Les résultats de pression de surface et de concentration superficielle d’excès à l’état
de quasi équilibre sont combinés pour obtenir les isothermes de pression de surface en fonction de
l’inverse de la concentration superficielle d’excès.
La figure 1.12 montre la pression de surface en fonction de l’inverse de la concentration superficielle
d’excès de la β -caséine pour une pression de surface en quasi-équilibre (ronds pleins) et durant l’ad-
sorption (triangles vides) à l’interface air/eau. Les mesures sont aussi effectuées à l’interface h/e à
l’état de quasi équilibre de la pression de surface avec le temps (ronds vides) [53]. Aux interfaces a/e
et h/e, la pression de surface augmente avec la diminution d’aire par masse de protéines jusqu’à un
plateau autour de 23 mN/m.
L’aire produisant une augmentation visible de la pression de surface est plus élevée à l’interface a/e
(A> 2.2 m2/mg) qu’à l’interface h/e (1.3< A< 2.0 m2/mg). Cela suggère un meilleur étalement de la
β -caséine à l’interface air/eau qu’à l’interface huile/eau. D.E. Graham et M.C Phillips proposent qu’à
l’interface h/e, certaines régions de la β -caséine partent dans l’huile plutôt que de rester adsorbée à
l’interface comme c’est le cas à l’interface a/e. De plus, la comparaison entre les mesures à l’inter-
face air/eau à temps long (ronds pleins) et durant l’adsorption (triangles vides) montrent que pour
une pression de surface donnée la concentration superficielle d’excès est la même. La relation entre
la pression de surface et la concentration superficielle d’excès ne dépend donc pas du temps. La figure
1.13 montre la pression de surface en fonction de l’inverse de la concentration superficielle d’excès
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Fig. 1.12: Pression de surface en fonction de l’inverse de la concentration superficielle d’excès de la β -caséine
pour une pression de surface en quasi-équilibre (ronds pleins), durant l’adsorption (triangles vides)
à l’interface air/eau et à l’interface h/e à l’état de quasi équilibre de la pression de surface avec le
temps (ronds vides). (Image [53])
Fig. 1.13: Pression de surface en fonction de l’inverse de la concentration superficielle d’excèss du lysozyme
non dénaturé (pH 7, carrés vides), dénaturé (pH 1, à 50◦C, ronds vides) à l’interface air/eau, et non
dénaturé à l’interface huile/eau (carrés pleins). (Image [53])
du lysozyme non dénaturé (pH 7, carrés vides), dénaturé (pH 1, à 50◦C, ronds vides) à l’interface
a/e, et non dénaturé à l’interface h/e (carrés pleins). Pour le lysozyme non dénaturé, à l’interface a/e,
la pression de surface augmente avec la diminution d’aire par masse de protéine jusqu’à un premier
plateau à 8 mN/m puis un deuxième plateau à 20 mN/m. Pour le lysozyme dénaturé, à l’interface
a/e, la pression de surface augmente avec la diminution d’aire jusqu’à un unique plateau à 14 mN/m.
Pour le lysozyme non dénaturé, à l’interface h/e, la pression de surface augmente jusqu’à un plateau
à 17 mN/m.
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L’aire nécessaire à l’augmentation visible de la pression de surface est plus élevée à l’interface h/e
(Aire > 2.5 m2/mg) qu’à l’interface a/e (Aire = 1.3 m2/mg). Cela suggère un plus large étalement du
lysozyme à l’interface h/e. D.E. Graham et M.C Phillips proposent qu’à l’interface h/e, l’étalement
est plus grand car l’huile favorise plus le déploiement des zones hydrophobes que l’air. De plus, à
l’interface a/e, à l’inverse du lysozyme natif, le lysozyme préalablement dénaturé ne montre pas de
plateau à 8 mN/m. Ce plateau est donc attribué à une dénaturation des lysozymes dans le film.
Les propriétés rhéologiques des films protéiques découlent de la structure interfaciale et peuvent
donc apporter des informations de structures interfaciales.
1.2.4 Rhéologie interfaciale
On peut sonder ses propriétés viscoélastiques par rhéologie dilatationnelle [54] ou de cisaillement
[55]. Pour sonder les propriétés dilatationnelle interfaciales, on peut imposer une variation de surface
sinusoïdale et mesurer la tension interfaciale résultante :
A(t) = A0 expi(ωt) (1.19)
γ(t) = γ0 expi(ωt+ϕ) (1.20)
Où A0 et γ0 sont les surfaces et les tensions de surface moyennes pendant l’oscillation, ω la pulsation
et ϕ le déphasage entre l’oscillation de surface imposée et la tension de surface mesurée. Les modules
élastiques et visqueux s’écrivent de la manière suivante [43] :
E ′ =‖ E∗(ω) ‖ cosϕ = dγ
d lnA
(1.21)
E ′′ =‖ E∗(ω) ‖ sinϕ = ηdω (1.22)
Où ‖ E∗(ω) ‖ est la norme du module viscoélastique, ηd la viscosité interfaciale dilatationnelle.
Les mesures de E ′ peuvent être effectués dans le cas ou les temps d’adsorption et de désorption
sont négligeables devant la durée de l’oscillation, la quantité adsorbée à l’interface est donc constante
et puisque Π = γ0− γ on peut écrire l’élasticité interfaciale de la façon suivante [56] :
E ′ =
dΠ
d lnΓ
(1.23)
La modélisation de l’élasticité interfacial d’un film protéique en fonction de la pression de surface
peut être effectuée en prenant la dérivée de l’équation d’état donnée par V. B. Fainerman et al.
[30, 35, 57]. Le modèle issue des théories de l’adsorption de polymères multiblocs asymétriques
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Fig. 1.14: a) Module d’élasticité dilatationnelle ε en fonction de la pression de surface à l’interface air/eau
d’une solution tampon de β -caséine à la force ionique I = 0.23 mM. (Image [44])
b) Tableau des exposants théoriques en considérant les interactions du composé adsorbé en 2D ou
en 3D, en régime semi dilué. (Image [45])
prédit également la conformation de la protéine avec la pente du module d’élasticité dilatationnelle
en fonction de Π , E ′ = yΠ La figure 1.14 montre l’évolution du module élastique à l’interface d’une
solution de β -caséine en fonction de la pression de surface. E ′ augmente avec Π en suivant une pente
supérieure à 3. L’élasticité diminue ensuite avec Π jusqu’à Π = 10mN/m puis augmente à nouveau
avec une pente de 1. Les mesures de l’élasticité dilatationnelle en fonction de la pression de surface
d’un film de β -caséine donnent des valeurs de y similaires aux facteurs des lois de puissances mo-
délisant l’équation d’état Π(Γ ) comme le montre les figures 1.10 et 1.14 L’interprétation est donc la
même.
La rhéologie interfaciale de cisaillement à été modélisé pour un bicône placé à l’interface entre
deux fluides non miscibles [58, 59]. Dans le cas ou la la viscosité en volume η est négligeable devant
la viscosité interfacial ηs, le couple M s’écrit :
M = 4piR2Bηsω (1.24)
Où RB est le rayon du bicône.
Dans le cas ou la viscosité interfacial ηs est grande devant la viscosité en volume η qui n’est pas
négligeable, le couple M s’écrit :
M = 4piR2Bηsω+
8
3
R3Bηω (1.25)
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La contrainte est liée au couple de la manière suivante :
σ =
3
2ΠR3B
M (1.26)
Le module de cisaillement interfaciale contient une partie réelle correspondant au module élastique
G′ et une partie imaginaire, correspondant au module visqueux G′′ :
G∗ = G′+ iG′′ avec G′′ = ηsω (1.27)
L’évolution des propriétés rhéologiques du film interfacial permettent d’identifier des évolutions
de structures. E. M. Freer et al. ont sondé les propriétés rhéologiques par rhéologie de cisaillement
et rhéologie dilatationnelle, à l’interface hexadécane/eau d’une solution de β -caséine et de lysozyme
[41]. La mesure de l’élasticité dilatationnelle interfaciale E ′ par oscillation de la surface contient
les contributions statiques et dynamiques de l’élasticité. Pour mesurer la contribution statique, l’in-
terface âgé de 24 h est brusquement comprimée de 2.5 % de l’aire initiale et la tension de surface
est enregistrée avec le temps. La soustraction du module total E ′ par le module d’élasticité statique
donne l’élasticité dynamique δE ′ défini par E. M. Freer et al. Le module élastique de cisaillement G′
est également mesuré en fonction du temps par une méthode d’aiguille magnétique [60]. L’aiguille
est déposée à l’interface hexadécane/eau et un champ magnétique sinusoïdale est imposé. Les mou-
vements de l’aiguille sont enregistrés par une caméra montée sur un microscope optique. La figure
Fig. 1.15: Elasticité dynamique à l’interface hexadecane/eau en fonction du temps et élasticité de cisaillement
pour une solution de lysozyme (a) et de β -caséine (b) de concentration en solution de 0.35 µM.
(γ =2.5 %, f =0.05 Hz). Les régimes II et III correspondent à la saturation de la monocouche et à
la gélification interfaciale (Image [41])
1.15 montre les modules d’élasticité dynamique et d’élasticité de cisaillement en fonction du temps
à l’interface hexadécane/eau pour une solution de lysozyme (a) et de β -caséine (b) de concentration
0.35 µM. Les régimes II et III correspondent à la saturation de la monocouche et à la gélifica-
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tion interfaciale. Ces régimes sont communément observés pour différentes protéines [39, 61]. Les
deux modules δE ′ et G′ augmentent avec le temps de manière similaire. Pour le lysozyme, le mo-
dule d’élasticité dynamique est deux fois plus élevé que le module de cisaillement alors que pour la
β -caséine le module d’élasticité dynamique est un ordre de grandeur plus élevé que le module de
cisaillement. De plus, Ces modules sont un ordre de grandeur plus élevés pour le lysozyme que pour
la β -caséine.
E. M. Freer et al. attribuent l’évolution similaire des modules de cisaillement et d’élasticité dyna-
mique à la formation multicouche pour ces deux protéines durant le régime III. La différence d’un
ordre de grandeur des valeurs des modules d’élasticité pour ces deux protéines est attribuée à leur
rigidité, bien plus grande pour le lysozyme que pour la β -caséine. Par cette étude, E. M. Freer et
al. trouvent que les mesures de cisaillement sont plus sensibles aux interactions inter-protéiques
et à l’agrégation alors que les mesures de compression/dilatation sondent d’avantage la flexibilité
intrinsèque et l’aptitude aux changements de conformations des protéines en plus des interactions
inter-protéiques [41].
L’évolution des propriétés rhéologiques du film protéique et les mesures de l’équation d’état
Π =f(Γ ) sont un moyen d’évaluer l’évolution de structure du film. D’après E. M. Freer et al. la
rhéologie interfaciale de cisaillement donne accès à une évaluation de la structure inter-protéique
et peut aider à la distinction d’une structure liquide ou solide viscoélastique alors que la rhéologie
dilatationnelle semble d’avantage liée à une évaluation de la flexibilité intrinsèque des protéines
adsorbées et prises dans un film protéique. En plus d’apporter des éléments dans la compréhension
de la formation des films protéiques, l’élasticité du film est aussi liée à l’écoulement interfacial et
donc à la stabilité d’émulsions.
La génération et la stabilité des mousses et émulsions dépendent des propriétés interfaciales induites
par les composés amphiphiles comme les protéines. Pendant l’émulsification, l’aptitude stabilisante
des protéines n’est pas seulement contenue dans la capacité à réduire la tension de surface mais aussi
dans la modification des propriétés d’écoulement à l’interface. Le rôle essentiel de l’émulsifiant est
de produire un gradient de tension de surface sous déformation de l’interface, forçant l’écoulement du
film interfacial vers la zone déformée. L’élasticité dilatationnelle du film interfacial est une expression
de l’amplitude du gradient de tension de surface sous compression/dilatation de l’interface [62, 63].
Fig. 1.16: Représentation schématique de l’effet Marangoni lors de la déformation du film interfacial d’une
bulle.
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L’effet de résistance interfaciale contre le gradient de tension de surface à l’effet Marangoni (fig.
1.16).
1.3 Les Protéines d’intérêt
Les protéines étudiées dans ce manuscrit sont toutes des protéines de réserves. Elles sont présentes
dans la graine de la plante et ont pour rôle de constituer une réserve d’acides aminés en vue d’une
germination de la graine et la maturation de la plante.
1.3.1 Protéines de réserve du blé
Les prolamines sont une des principales familles de protéines présentes dans le grain de blé [48].
Ces prolamines, riches en acides aminés proline et glutamine [64], sont classées en deux sous caté-
gories, les gliadines, monomériques et les gluténines, polymériques. L’isolat étudié contient princi-
palement des gliadines (84 % w/w). Les gliadines sont classées selon leur mobilité électrophorétique
en quatre types, toutes monomériques : les gliadines α , β , γ et ω [65]. D’après les gènes codant pour
les gliadines, les gliadines α et β ont des séquences d’acides aminés similaires, on parlera donc des
gliadines α/β [66]. Le lot étudié et présenté dans ce manuscrit contient 84 % de gliadines dont 71
% sont des gliadines α/β et 13 % des gliadines ω [67]. Les 16 % restants sont constitués de 9 % de
gluténines et 7 % d’albumines et de globulines.
1.3.1.1 Extraction
Les gliadines sont généralement extraites à partir de gluten ou de farine.
Il existe de nombreux protocoles de purification, un protocole à partir de farine et celui à partir de
gluten seront décrits.
La farine d’abord mélangée à du chlorure de diméthyle pendant 30 min, à raison de 500 g de farine
pour 1 L de solvant. Cela permet de dégraissage de la farine. Le mélange est filtré à travers un enton-
noir Büchner. On laisse le solvant s’évaporer pendant 12 h. La farine dégraissée est dispersée dans
de l’eau salée à 0.4 M de NaCl pendant 30 min. La dispersion est centrifugée à 6000× g à 20◦C.
Le culot est mélangé dans une solution éthanol/eau à 55 % puis centrifugé. Le surnageant contient
les gliadines et les gluténines. En laissant le surnageant 12 h à 4◦C une séparation liquide/liquide
apparaît. Par centrifugation20000×× g pendant 10 min à 2◦C les gluténines sont agrégés dans le
culot. Le surnagent est enrichi en gliadines. Les gliadines sont récupérées par évaporation du solvant
à 35◦C la pureté de l’isolat avoisine les 80 % en gliadines, 10 % en gluténines et 10 % en globulines
et albumines [68, 69].
Le protocole de purification partant du gluten est celui utilisé pour l’isolat étudié et présenté dans
ce manuscrit. La description quantitative est donnée à la section 2.2.2.1. Brièvement, le gluten est
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mélangé dans une solution eau/éthanol puis centrifugé. Dans le culot, des impuretés et assemblages
protéiques de très haut poids moléculaires sont présents. La phase légère se compose pincipalement
de gluténines et de gliadines solubilisées. Par refroidissement de cette phase légère une séparation
liquide/liquide a lieu [70] et permet de séparer les gliadines des gluténines dans des proportions
contrôlables par la température de trempe .
Les gliadines et gluténines peuvent être ensuite séparées plus ou moins efficacement selon la tempé-
rature de trempe de la solution [71].
1.3.1.2 Structures
Toutes les gliadines sont composées d’une seule séquence peptidique, elles sont donc mono-
mériques. La masse molaire des gliadines α/β et γ est comprise entre 30 et 40 kDa avec un point
iso-électrique (pI) de 6.5 à 8.0. La séquence peptidique contient une séquence répété d’acides aminés,
hydrophile, et une séquence d’acides aminés non répétée, plus hydrophobe [72]. Des ponts disulfures
intramoléculaires sont présents dans la zone non répétée [73]. Les gliadines ω ont une masse molaire
comprise entre 60 et 80 kDa avec un pI de 8 [73]. La séquence peptidique des gliadines ω contient
un ordre répété d’acides aminés, hydrophile et ne contient pas de ponts disulfures intramoléculaires
[66], ce qui les rapproche d’un polymère modèle.
Parce que les gliadines de blé sont pauvres en acides aminés pouvant se ioniser avec le pH (seulement
une dizaine par protéine [66]), elles sont insolubles dans l’eau pure. Pour évaluer la charge nette des
protéines, les séquences primaire des gliadines α/β (P02863) et γ (P21292) sont récupérées de la
base de donnée www.uniprot.org. On considère que les pKa des acides aspartiques et glutamiques
ainsi que celui des lysines et arginines sont les mêmes que les pKa de ces acides aminés libres même
si en réalité les liaisons peptidiques et la conformation de la protéine contribuent à une plus grande
stabilité électronique ce qui donne un pKa des acides aminés ionisables plus élevé. Dans le solvant
acétique (pH 3) utilisé pour cette étude, les acides aspartiques et glutamiques sont protonés, la charge
nette des gliadines est donc donnée uniquement par les résidus arginine et lysine. Pour les gliadines la
charge nette est de +6 à +7. La structure secondaire des gliadines n’est pas stable [74] et varie large-
ment selon l’environnement. Dans un solvant éthanol/eau à 70 % v/v, les gliadines α/β contiennent
33 à 37 % d’hélices α et 11 à 12 % de feuillets β , les gliadines γ contiennent 37 % d’hélices α et
20 à 23 % de feuillets β [66]. La fraction restante de la séquence peptidique n’est pas structurée. les
gliadines ω ne sont pas structurées [75]. L’absence de méthode pour cristalliser les gliadines rend
difficile l’obtention d’une structure tertiaire. Cependant, dans des solutions acides et alcoolisées, les
gliadines sont présentes sous forme ellipsoïdale. La modélisation de la diffusion des rayons X aux
petits angles (SAXS) a été effectuée pour différentes fractions de gliadines (fig. 1.17)
Les mesures de SAXS permettent de déterminer le rayon de giration Rg par l’approximation de Gui-
nier, le diamètre d et la longueur L du cylindre modélisant le mieux les mesures ainsi que le grand
axe de l’ellipsoïde 2a et la longueur maximale Lc de la protéine étirée [66]. Le rayon de giration
plus élevé dans le solvant éthanol à 70 % v/v que dans l’acide acétique à 1% (fig. 1.17) montre que
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Fig. 1.17: Modélisation des mesures de diffusion des rayons X aux petits angles par des modèles en cylindre
(de diamètre d et de longueur L) et en ellipsoïde (de diamètre 2a). (Image [66])
les gliadines γ sont en meilleur solvant dans un solvant éthanol à 70 % que dans un solvant d’acide
acétique à 1%. La longueur 2a de l’ellipsoïde modélisée est plus proche de la longueur maximale Lc
que la longueur L du cylindre modélisé, ce qui montre que la modélisation d’une ellipsoïde est plus
en accord avec les mesures que la modélisation par un cylindre.
1.3.1.3 Propriétés fonctionnelles
Les gliadines ont des propriétés moussantes [76] et émulsifiantes [77].
La mesure temporelle de la tension de surface pour des solutions de gliadines, de globulines de soja
de β -caséine (fig. 1.18) montre la décroissance de tension de surface avec le temps. Les gliadines
abaissent la tension de surface avec le temps jusqu’à des valeurs plus basses que les globulines de
soja et la β -caséine. Dans ce solvant, l’activité de surface des gliadines est supérieure aux protéines
utilisées dans le commerce comme les globulines de soja (aussi appelées glycinine) ou bien à la β -
Fig. 1.18: Tension de surface en fonction du temps à l’interface air/eau de solution de gliadines (carrés), de β -
caséine (losanges) et de globulines de soja (triangles). Les protéines sont dispersées dans un solvant
tampon phosphate au pH 6.7 , I = 30 mM. (Image [78])
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caséine.
Par ailleurs, la formation du film interfacial de solution de gliadines a été étudiée par spectrométrie
infra-rouge. Par mesures de spectroscopie d’absorption infrarouge en réflexion de lumière sur un film
de gliadines γ à l’interface air/eau (fig. 1.19), A. Banc et al. ont montré que lors de la compression
du film (fig. 1.19 (a)), les pics correspondant à la signature de zones non structurées (1645 cm−1)
et de feuillets β (1628 cm−1) augmentent tous deux (fig. 1.19 (b)). Cela montre que la formation de
feuillets β par compression du film est possible et peut être induite à partir d’une pression de surface
supérieure à 10 mN/m [48].
Concernant les propriétés moussantes des gliadines, il a été montré récemment que des nanopar-
ticules de gliadines (GNP) peuvent stabiliser l’interface air/eau et produire des mousses. La stabilité
de ces mousses peut être comparés à celles produites par des protéines utilisées commercialement
comme la caséinate de sodium [79]. Pour produire les GNP, les gliadines sont d’abord solubilisées
dans un solvant eau/éthanol. Cette solution est ensuite diluée à 4 % v/v dans l’eau pure et agitée vi-
goureusement. Les GNP ainsi formées sont caractérisées par l’outil zetasizer (Malvern Instrument).
La distribution de tailles des nanoparticules est comprise entre 50 et 200 nm [79].
La figure 1.20 montre des clichés microscopiques de mousses formées avec les GNP à différentes
concentrations allant de 0.05 à 1 g/L. La taille des bulles augmente avec le temps indiquant la coa-
lescence des gouttes. Pour une augmentation de la concentration en GNP, la taille des bulles est plus
stable avec le temps, la coalescence des gouttes est donc réduite. Dans l’article présenté ici, l’aptitude
moussante se calcule par le volume de mousse formée par rapport au volume de solution initiale, au
bout de 2 min. La stabilité de la mousse est calculée par le rapport du volume de mousse au bout
de 60 min sur le volume de mousse au bout de 2 min. L’aptitude moussante des GNP est trouvée un
Fig. 1.19: a) Isotherme de compression à l’interface air/eau. Le trait épais correspond à la deuxième expé-
rimentation afin d’obtenir toute la gamme de pression de surface. Les chiffres correspondent à la
pression de surface des différentes mesures de spectroscopie d’absorption infrarouge en réflexion
(PM IRRAS).
b) Spectre PM IRRAS dans les pressions de surface 4, 5, 6 indiqués en (a) (Image [79])
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Fig. 1.20: Clichés microscopiques de mousses formées avec les GNP à différentes concentrations (0.05 - 1
g/L) avec le temps de vieillissement de la mousse formée. La barre en bas à droite de chaque image
correspond à 300 µm. (Image [79])
ordre de grandeur plus élevée que la mousse produite par l’ovalbumine et la caséinate de sodium. La
stabilité de la mousse est trouvée deux fois plus élevée que celle trouvée pour la caséinate de sodium
et quatre fois plus élevé que pour la mousse formée par l’ovalbumine. Cela est attribué à un effet
Pickering qui limite la coalescence des gouttes.
Les gliadines seules ne sont pas connues pour gélifier néanmoins elles impactent les propriétés
viscoélastiques du gluten.
La figure 1.21 (b) montre l’évolution de G′ et de tanδ (tanδ =
G′′
G′
) avec la fraction massique de
gliadines ajoutées dans le gluten. La fraction de gliadines est préparée selon la méthode [68], puis
ajouté à la farine de blé. La farine est ensuite lavée à l’eau distillée afin d’obtenir le gluten contenant
la fraction de gliadines ajoutée. L’élasticité du gluten augmente avec l’ajout de gliadines jusqu’à 0.5
% d’ajout. Le facteur de perte augmente à partir de fractions ajoutée entre 0.25 et 0.5 % w/w.
La contribution des gliadines a également été étudié par l’ajout de différentes fractions de gliadines
et il a été montré que l’ajout de gliadines α/β et γ augmente les propriétés élastiques du gluten,
contrairement à l’ajout de gliadines ω qui limitent faiblement l’élasticité [80]. L’ajout des différentes
fractions de gliadines dans le gluten semble limité d’avantage l’élasticité du gluten que la somme
de chaque fraction séparée. Cela suggère une interaction entre les gliadines limitant d’avantage le
module élastique et met en évidence la contribution visqueuse des gliadines dans le gluten.
En résumé, au travers de la littérature, des changements de conformations ont été mis en évidences
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Fig. 1.21: Module élastique de cisaillement G′ (ronds pleins) et facteur de perte tanδ (ronds vides) en fonction
de la fraction massique de gliadines ajoutées au gluten. Contrainte imposée σ = 25 Pa, f = 1 Hz.
(Image [80])
lors de l’augmentation de pression de surface. Au niveau des propriétés fonctionnelles, les gliadines
sont connues pour avoir de bonnes propriétés émulsifiantes et moussante, des brevets sont déposés
pour l’extraction et la formulation (EP 1414310 B1, WD 98117251, EP 1608330).
1.3.2 Protéines de réserve du tournesol
Le tourteau de tournesol est un sous-produit de la production d’huile. Il est constitué d’environ 30
% de protéines dont les deux principales familles sont les globulines et les albumines de tournesol.
Les globulines représentent 40 à 90 % de la fraction protéique totale et les albumines 10 à 30 %,
selon la variété de tournesol [81]. Les fractions protéique restantes sont composées de prolamines,
de glutélines et de segments polypeptidiques libres. Lors de l’extraction des protéines issues du tour-
teau de tournesol, d’autres composés sont extraits et difficilement séparables des protéines [81]. Les
composés phénoliques extraits avec les protéines de tournesol sont principalement de l’acide chloro-
génique et caféique (fig. 1.22 [82]). La présence de ces composés est liée à leur rôle central dans la
défense de la plante contre les maladies [83]. Ils sont jugés comme facteurs anti nutritionnels car ils
peuvent se lier aux protéines ce qui limite la digestibilité des protéines [84].
Les composés phénoliques sont également un frein dans l’utilisation de l’isolat protéique à cause de
leur amertume et de la coloration noire qu’ils confèrent à la solution protéique [85].
1.3.2.1 Extraction
Il existe différentes voies possibles pour l’extraction de protéines de tournesol [86, 87]. On pré-
sente ici une méthode d’extraction utilisant la variation de pH de trois manières différentes.
Dans les trois types d’extraction (fig. 1.23), à pH basique, au point iso-électrique ou à pH acide, le
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Fig. 1.22: Principaux composés phénoliques présents dans les isolats protéique de tournesol. Acide chlorogé-
nique (a) et acide caféique (b).
Fig. 1.23: Protocoles de purifications des protéines de tournesol par variation du pH. (Image [87])
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tourteau est d’abord dispersé dans l’eau distillée et le mélange est tamisé avec un tami de maillage
140 µm. Pour l’extraction basique, le pH du mélange est ajusté à pH 9 avec l’ajout d’hydroxyde de
sodium concentré pour maximiser la solubilisation des protéines. La solution est ensuite refroidie à
8◦C et le précipité solide est récupéré puis séché avec une ventilation à 45◦C.
Il contient principalement les globulines et albumines de tournesol. Pour l’extraction au point iso-
électrique, le pH du mélange est ajusté à pH 9. Après agitation, le pH de la solution est abaissée à 4.5
avec l’ajout d’acide chlorhydrique concentré. Le précipité est récupéré et séché. Il contient une plus
grande proportion de globulines que le surnageant qui est lui décanté à 8◦C. La séparation de phase
solide/liquide permet de récupérer le précipité pour le sécher avec une ventilation à 45◦C. L’extrac-
tion à pH acide consiste à abaissé le pH à 4.5 avec de l’acide chlorhydrique concentré le mélange
eau/tourteau tamisé. La décantation à 8◦C produit un précipité qui est ensuite récupéré et séché avec
une ventilation à 45◦C.
Une étude de ces trois protocoles montre que la plus grande fraction protéique est récupérée avec
l’extraction basique et le passage au point iso électrique [87]. L’extraction par variation de pH est
utilisée dans de nombreuses études récentes [82, 86, 88].
L’isolat utilisé pour ce travail de thèse a été purifié par un protocole breveté, sans variation de pH.
Le pH de l’eau est maintenu constant tout au long des filtrations. Ce protocole est décrit quantitative-
ment à la section 2.2.3.1. Le protocole mécanique a été choisit entre autres parce qu’il est transférable
à l’échelle industrielle.
1.3.2.2 Structures
On distingue les globulines et les albumines de tournesol par leur coefficient de sédimentation
[89]. Ces coefficients de sédimentation dépendent largement de l’environnement comme le pH, la
force ionique et également de facteurs génétiques influençant la masse, la forme et la densité de la
protéine . Néanmoins, on peut dégager quatre intervalles de coefficients de sédimentation pour les
protéines de tournesol, les 1− 4S et 10− 13S correspondent aux albumines et aux globulines hexa-
mériques, souvent appelées albumines 2S et globulines 11S. Les composés ayant des coefficients de
sédimentation dans les intervalles 6− 9S et 15− 18S ont été observés dans une moindre mesure et
correspondent aux trimères de globulines et aux agrégats de globulines, respectivement [81].
Les globulines 11S correspondent aux globulines de tournesol à l’état natif [90], elles sont hexa-
mériques [91] et ont une masse molaire comprise entre 300 et 350 kDa [92] avec un point iso élec-
trique entre 5.0 et 5.9 [93]. L’hexamère de globulines contient un nombre important d’acides aminés
basique (234 arginines, 60 lysines) et acides (186 acides glutamique, 96 acides aspartique) ce qui
correspond, dans le solvant NaOH, à une charge nette de +12 (séquence d’acides aminés P19084).
D’après un gène codant pour les globulines de tournesol [94], le monomère de globuline contient
une séquence peptidique acide de 30 à 40 kDa, lié par un pont disulfure à une séquence peptidique
basique de masse molaire entre 23 et 27 kDa [94].
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Fig. 1.24: Schéma de la structure quaternaire de la globuline de tournesol et des dissociations possibles (Image
[81])
La figure 1.24 montre schématiquement les dissociations possibles de la globuline [93]. L’hexamère
peut se dissocier en monomère de 50 à 60 kDa à 90◦C ou dans une solution à pH 3. L’hexamère peut
également se dissocier en trimère sous l’effet d’une élévation du pH jusqu’à pH 9. La concentration
protéique et l’augmentation du pH a un effet inverse et permet la formation hexamérique par l’asso-
ciation de trimères. Le trimère de globuline peut aussi de dissocier en monomère autour de 60−65◦C
ou dans une solution à pH acide (pH 3) [93, 95].
Par définition, la solubilité des globulines est favorisée par l’augmentation de la force ionique. Les
pH acides et basiques favorisent également la solubilité des globulines de tournesol.
La structure secondaire des globulines de tournesol, dans des solutions de pH 6.0 à 8.5, avec des
forces ioniques de 0.5 à 1 M, est composée de 10 % d’hélices α , de 20 à 30 % de feuillets β et de 40
à 60 % de séquence peptidique non structurée [96]. Le monomère de globuline [97] se lie aux autres
par les structures secondaires de la séquence peptidique, notamment les hélices α [98].
Les albumines 2S se composent d’une seule séquence peptidique de masse molaire entre 10 et 18
kDa [99] avec un point iso électrique à 8.8 [96, 100, 101]. Les albumines de tournesol contiennent
une seule séquence peptidique dont les acides aminés confèrent à l’albumine une charge nette de -4
dans l’eau, en considérant que les pKa des acides aminés libre est identique à celui des acides aminés
dans la séquence peptidique.
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Fig. 1.25: Modélisation de la structure tertiaire de l’albumine de tournesol. (Image [96])
La structure secondaire de l’albumine de tournesol contient 30 % d’hélices α et 70 % de séquence
désordonée. Les hélices α sont liées entre elles par un ou plusieurs ponts disulfures comme indiqué
à la figure 1.25 [101, 102]. Les ponts disulfures (fig. 1.25) de l’albumine lui donnent une structure
résistant à la hausse de température. Son point de dénaturation est mesuré entre 107◦C et 118◦C
[101]. Les albumines de tournesol sont très solubles sur une large gamme de pH (2 à 9) [101].
1.3.2.3 Propriétés fonctionnelles
Les protéines de tournesol possèdent de bonnes aptitudes émulsifiantes [103] et moussantes [104].
La figure 1.26 (a) montre l’évolution du diamètre moyen des gouttes d’émulsions d’huile dans l’eau,
obtenues avec les protéines de tournesol en fonction de la concentration protéique C.
Le diamètre moyen diminue avec la concentration C et se stabilise autour de 1 µm à partir d’une
concentration protéique de 3 g/L. Autour de cette taille, les gouttes sont soumises au mouvement
brownien, le crémage est alors largement réduit ce qui limite la coalescence des gouttes et favorise
Fig. 1.26: a) Diamètre moyen des gouttes de l’émulsion obtenue avec un isolat de protéines de tournesol (pH
7, I = 20 mM) en fonction de la concentration protéique.
b) Concentration superficielle d’excès en fonction de la quantité totale de protéines adsorbées rap-
portée à l’aire totale de l’interface h/e. Le trait hachuré correspond à la concentration superficielle
d’excès en considérant que la totalité des protéines sont adsorbées aux interfaces des gouttes d’huile.
(Image [105])
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donc la stabilité de l’émulsion. La figure 1.26 (b) montre l’évolution de la concentration superficielle
d’excès en fonction de la quantité totale de protéines adsorbées rapportée à l’aire totale de l’interface
huile/eau. Le trait hachuré correspond à la concentration superficielle d’excès en considérant que la
totalité des protéines en solution sont adsorbées. La concentration superficielle d’excès semble at-
teindre une asymptote autour de 3.6 mg/m2 ce qui correspond à la saturation du film interfacial.
Les protéines de tournesol se sont révélées être des agents émulsifiants potentiellement utilisables
dans l’industrie agroalimentaire [105]. La stabilité des émulsions est plus grande avec les globulines
qu’avec les albumines de tournesol [106].
La littérature [81, 107, 108], mentionne de faibles aptitudes gélifiantes. Pour des conditions
physico-chimiques similaires, à 100 g/L le module élastique d’un isolat de tournesol est de 500 Pa
alors que celui d’un isolat de soja est de 5000 Pa. Il existe peu d’études sur la gélification d’un isolat
de tournesol non hydrolysé. Une étude très récente est présentée puis comparée à la littérature éva-
luant les propriétés gélifiantes de l’isolat de tournesol [4]. La figure 1.27 montre le module élastique
en fonction du temps avec une rampe de température imposée.
Le palier de température maximale (95◦C) est choisi de manière à être supérieure à la température de
dénaturation des globulines de tournesol (90◦C) afin de favoriser la gélification. Les paramètres de
mesures du module élastique sont choisis de manière à être dans le domaine de réponse linéaire de
la solution gélifiée. L’augmentation du module élastique a lieu dès les premiers moments de chauffe
et augmente de manière plus abrupte à partir de 60◦C pour ensuite se stabiliser à la fin du palier
en température. Lors du refroidissement, le module élastique augmente légèrement jusqu’à environ
10 kPa avec ou sans traitement préalable de la solution dans un bain d’ultrasons. Le traitement aux
ultrasons n’affecte pas l’évolution du module élastique de manière drastique.
Des propriétés gélifiantes remarquables ont été obtenues pour cet isolat protéique obtenu par
Fig. 1.27: Evolution temporelle du module d’élasticité d’une solution de protéines de tournesol (200 g/L dans
l’eau distillée, γ = 0.1 %, f = 1 Hz) au cours d’un traitement thermique. La solution est soumise
préalablement à un bain d’ultrasons à 20 KHz (500 W, 25 % d’amplitude) pendant 0, 5, 10, 20 et 30
min. (Image [4])
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Fig. 1.28: Schéma du glucosinolate (a) et de l’acide érucique (b). (Image [111])
précipitation iso-électrique. Il est surprenant que l’auteur ne discute pas ces propriétés élastiques très
supérieurs à ce qui a été mentionné dans la littérature.
1.3.3 Protéines de réserve du colza
Le tourteau issu de la trituration des graines de colza est très riche en globulines 12S (aussi appe-
lées cruciférines) et albumines de colza 2S (aussi appelées napines). Le tourteau contient entre 30 et
40 % de protéines [109]. 25 à 65 % de la fraction protéique sont des globulines de colza et 10 à 50 %
de la fraction protéique total sont des albumines de colza, selon la variété de colza. Les fractions pro-
téique restantes sont composées de prolamines, de glutélines et de segments polypeptidiques libres
[85]. Après la production d’huile, le tourteau de colza est principalement à destination animale. Deux
composants présents dans le tourteau ont limité son utilisation, le glucosinolate et l’acide érucique
(fig. 1.28) [110].
Des troubles physiologiques ont été remarquées chez les animaux ayant une alimentation trop riche
en glucosinolates et en acide érucique contenus dans le tourteau et l’huile de colza. Cela a conduit au
développement d’une variété de colza produisant une faible quantité d’acide érucique et de glucosi-
nolate, appelée "double zero" [112]. Pour cette variété, la norme de glucosinolates dans le tourteau
est fixée à 18 µmol/g (www.info.agriculture.gouv.fr) et 2 % (w/w) d’acide érucique [113]. Lors de
l’extraction des protéines, des composés peuvent rester accrochés aux protéines, comme l’acide phy-
tique et les composés phénoliques comme l’acide sinapique, principal composé phénolique présent
dans l’isolat de colza.
L’acide phytique contient six groupes phosphate (fig. 1.29 (a)). Dans l’eau, cinq protons sont forte-
Fig. 1.29: Schéma de l’acide phytique (a) et de l’acide sinapique (b). (Image [111])
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ment dissociés (pKa = 1.9−2.4−3.2−5.2−6.3) et trois ne sont dissociable qu’à des pH basiques
(pKa = 8.0− 9.2− 9.5) [114]. Cet acide se complexe avec les minéraux (cations calcium, magne-
sium) et limite donc l’ingestion de ces minéraux par l’organisme. L’acide phytique [115], comme les
composés phénoliques [112] se fixe également aux zones chargées positivement des protéines.
Les isolats utilisés au cours de cette thèse sont issus d’une variété double zero.
1.3.3.1 Extraction
La purification des protéines de colza, comme celle des protéines de tournesol, peut se faire
de différentes manières. Les purifications par précipitation micellaire et par variation de pH sont
présentées sur la figure 1.30.
La figure 1.30 montre les étapes de purification du tourteau de colza. Le tourteau est initialement
dégraissé et déphénolisé par mélange à l’hexane puis séché à l’air ventilé à 40◦C. Le tourteau est
ensuite mélangé à une solution d’hydroxyde de sodium à pH 10 puis centrifugé à 10 000× g pendant
30 min. La phase surnageante est récupérée. La distinction des protocoles par précipitation micellaire
ou par variation de pH intervient pour les étapes suivantes :
Pour extraire les protéines par précipitation micellaire, le surnageant est filtré par ultrafiltration,
puis refroidi à 8◦C et centrifugé 10 000× g pendant 30 min. Le culot est récupéré, broyé puis lyophi-
lisé. Il contient principalement des globulines et des albumines de colza mais peut ne contenir que
des albumines si les pores des filtres sont suffisamment fins.
Fig. 1.30: Schéma des protocoles de purification des protéines de colza par précipitation micellaire (bleu) et
par variations de pH (rouge). (Image [113])
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Pour extraire les protéines par variation de pH, le pH du surnageant est abaissé à 3.5 puis remonté
jusqu’à 7.5. La fraction soluble contient principalement des albumines alors que le précipité contient
principalement des globulines. La fraction soluble peut être purifiée par ultrafiltration et diafiltration
avant d’être lyophilisé. Le précipité est récupéré, broyé puis lyophilisé [110].
Le protocole utilisé pour la purification de l’isolat de ce projet de thèse correspond à une extraction
par pH acide et une purification mécanique par filtration et diafiltration.
1.3.3.2 Structures
Les globulines de colza, tout comme celles du tournesol, sont des héxamères de masse molaire
comprise entre 300 et 350 kDa [119], avec un point isoélectrique à 7.2 [120]. L’héxamère peut se
dissocier en trimère et monomère [97, 121]. De la même manière que pour les globulines de tourne-
sol, les interactions entre les trimères formant l’hexamère de globulines de colza sont principalement
de nature non convalentes [122], on peut donc suggérer un impact du pH et de la force ionique dans
la formation et la dissociation des hexamères et trimères de globulines de colza, toutefois aucune
étude sur la dissociation des globulines de colza n’a été trouvée. Le monomère contient une séquence
peptidique acide, liée à une séquence peptide basique par un pont disulfure [123, 124]. D’après la
composition de l’hexamère en acides aminés chargés au pH de l’eau (180 arginines, 72 lysines, 138
acides glutamique et 138 acides aspartique d’après la séquence primaire), la charge nette est de -6
Fig. 1.31: a) Structure de la globuline de colza hexamérique, obtenue par diffraction des rayons X par un cristal
(Identifiants protein data bank : 3KGL) [116].
b) Structure de l’albumine de colza obtenue par résonnance magnétique nucléaire en solution (Iden-
tifiants protein data bank : 1PNB [117]) . (Image [118])
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à pH 7 en considérant que les pKa des acides aminés libres sont identiques à ceux liés par liaisons
peptidiques. Le monomère contient 44 % de feuillets β et 11 % d’hélices α et 45 % de séquence non
structuré dans une solution à pH 7 [121]. Les globulines de colza hexamériques ont une température
de dénaturation de 84◦C pour des pH de 7 à 10.
Les albumines de colza sont des monomères de 12.5 à 14.5 kDa avec un point isoélectrique à
10.7 [109]. L’albumine de colza contient deux chaînes peptidiques liées entre elles par deux ponts
disulfures. La plus petite séquence peptidique contient deux cystéines [125] alors que la plus grande
séquence peptidique contient six cystéines, deux d’entre elles forment des ponts disulfures avec la
séquence peptidique courte, les quatre restantes forment deux ponts disulfures intra-moléculaires
[126]. Les albumines de colza contiennent 24 à 27 % d’hélices α pour des pH de 3 à 10. La séquence
non structurée représente 73 à 76 % de la séquence totale (fig. 1.31) [121]. La dénaturation des
albumines est observée pour des températures autour de 100◦C [121]. De plus, des températures où
l’albumine change de conformations ont été observées à 50◦C et 60◦C [121].
1.3.3.3 Propriétés fonctionnelles
Les propriétés tensio-actives d’isolats de colza plus ou moins riches en globulines et albumines
ont été étudiées à l’interface air/eau [127].
La figure 1.32 montre l’évolution de la pression de surface à l’interface air/eau, sous compression
d’un film monocouche d’albumines de colza (1), d’un mélange comprenant 70 % de globulines et 30
% d’albumines de colza (2) et de globulines de colza (3). Pour les albumines de colza (1), la pression
de surface augmente à faible concentration de surface (1 m2/mg) alors que pour les globulines (3)
Fig. 1.32: Pression de surface en fonction de l’inverse de la concentration superficielle d’excès pour les albu-
mines de colza (1), un mélange 70 % de globulines et 30 % d’albumines de colza (2), les globulines
de colza (3), à l’interface air/eau. (Image modifiée de [127])
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la pression commence à augmenter à partir de 0.2 m2/mg. La pression de surface maximale est de
8 mN/m. Pour le mélange globulines/albumine et l’isolat de colza, la pression de surface augmente
à partir de 0.5 m2/mg et atteint 22 mN/m. L’augmentation de pression de surface à faible concen-
tration superficielle d’excès est liée à la couverture de surface, plus grande pour les albumines de
colza que pour les globulines pour une même masse. Cela est attribué à la masse molaire des albu-
mines (12.5-14.5 kDa)beaucoup plus basse que pour les globulines (300-350 kDa) que l’on peut lier à
l’aire moléculaire des albumines à l’interface air/eau qui est de 23 nm2 contrairement aux globulines
de colza dont l’aire par protéine est trouvée à 144 nm2. L’augmentation de la pression de surface
jusqu’à 22 mN/m pour le mélange globulines/albumines et les albumines montrent que ce sont les
albumines qui guident le maximum de pression de surface. Cela est attribuée au grand nombre d’al-
bumines à l’interface, devant celui des globulines [127].
Grâce à leur propriétés interfaciales, les albumines de colza montrent de bonnes propriétés mous-
santes [128] et émulsifiantes [129]. L’étude présentée ici montre l’évolution temporelle du diamètre
moyen des gouttes des émulsions obtenues à pH 4 (A), pH 7 (B) et pH 9 (C) avec les albumines de
colza (carrés rouges), les globulines de colza (triangles jaunes), un isolat total de protéines de colza
(ronds verts) et un isolat de soja (croix bleues). L’isolat de soja a été choisi comme comparaison car il
est utilisé commercialement (fig. 1.33). Les tailles des gouttes restent stables exceptées pour l’isolat
Fig. 1.33: Diamètre moyen des gouttes d’émulsions obtenues à pH 4 (A), pH 7 (B) et pH 9 (C) avec les
albumines de colza (carrés rouges), les globulines de colza (triangles jaunes), un isolat de protéines
de colza (ronds verts) et un isolat de soja (croix bleues) pendant 7 jours. (Image [129])
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Fig. 1.34: Module élastique de cisaillement G′ d’une solution protéique à 9 % (w/w), après gélification à 90◦C,
avec le refroidissement de température, pour des solutions de pH 4 à 10 (γ = 2 %, f = 0.1 Hz).
(Image [130])
total de colza où l’on observe une coalescence plus marquée à pH 4. D’après S. H. Tan et al. cela est
dû au processus d’extraction alcalin de l’isolat qui a dénaturé les protéines contrairement à la purifi-
cation des globulines et albumines où l’extraction a été effectuée à l’eau salée pour les globulines et
l’eau pure pour les albumines. Le diamètre des gouttes produites avec les globulines de colza est plus
bas que celui des albumines sur tous les pH utilisés, ce qui montre que les globulines de colza ont
de meilleures aptitudes émulsifiantes que les albumines de colza. Pourtant, comme on l’a vue dans le
paragraphe précédent, les albumines ont une aptitude tensio-active supérieur aux globulines pour nue
masse donnée. L’aptitude émulsifiante n’est donc pas principalement due à l’aptitude tensio-active
du composé. Les globulines de colza ont également de meilleures aptitudes stabilisantes que le soja
pour les pH 4 et 7. Cela rend les globulines de colza potentiellement valorisables dans les procédés
de formulation.
Les propriétés gélifiantes du tourteau de colza sont également étudiées [130].
La figure 1.34 montre le module élastique de cisaillement G′ après gélification à 90◦C, avec le re-
froidissement de température, pour des solutions de pH 4 à 10. La solution est préparée à 9 % (w/w)
de protéines. A tous les pH, exceptés aux pH extrêmes (4 et 10), la solution protéique gélifie. Les
solutions préparées aux pH 5,6 et 7 montrent une faible augmentation de G′ avec le refroidissement.
Cela suggère que les changements de conformations et les répulsions électrostatiques dues au pH
acide vont limiter la gélification de la solution. Pour les solutions aux pH 8 à 10, le module élastique
augmente franchement avec le refroidissement. Cela indique que les interactions attractives sont en
suffisamment grands nombres devant les interactions répulsives pour former un gel. G′ est maximale
pour une solution à pH 8 ce qui est proche du point iso électrique des globulines de tournesol. Les
interactions électrostatiques inter-protéiques sont minimisées à ce pH.
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Les propriétés emulsifiantes et gélifiantes ont également fait l’objet d’études. Les propriétés gé-
lifiantes sont toutefois moins bonnes que celles obtenus avec des produits commerciaux comme le
soja ou le lin [131]. Des mélanges avec d’autres composés permettent néanmoins d’aboutir à des
propriétés fonctionnelles viables [132].
1.4 Objectifs du travail de thèse
Les propriétés fonctionnelles des protéines de blé, de tournesol et de colza sont connues et poten-
tiellement valorisables. Dans les contextes de santé publique et de développement durable, l’utilisa-
tion de protéines végétales pour l’alimentation humaine se fait de plus en plus prégnant.
Puisque la France est parmi les plus gros producteurs mondiaux d’oléagineux comme le tournesol
et le colza, l’Etat a financé de nombreux projets de développement autour des plantes oléagineuses.
Cela a aboutit, entre autres, à la purification de tourteaux issus de la production d’huile de tournesol
et de colza, viable pour l’industrie et la consommation humaine. Cette levée de verrous significative
dans le développement de produits bio-sourcés a donné lieu à une étude des isolats produits. L’objec-
tif de cette thèse est d’étudier les propriétés fonctionnelles de surface et les propriétés en volume des
isolats en solution avec une approche multi-échelle qui combine les mesures temporelles de pression
de surface, de concentration superficielle d’excès et de rhéologie dilatationnelle interfaciale.
Les propriétés des isolats de tournesol et de colza en solutions sont évalués par spectrométrie,
chromatographie en phase liquide à haute pression, électrophorèse et diffusion dynamique de la lu-
mière. Le criblage des conditions physico-chimiques de solution favorisant la gélification sont effec-
tuées. Les modules élastiques et visqueux d’une solution au cours du processus de gélification sont
mesurés et interprétés.
L’étude interfaciale associe de manière originale l’évolution temporelle de pression de surface à
l’évolution du profil optique de l’interface sondée par éllipsométrie. Les propriétés viscoélastiques
interfaciales sont évaluées au cours de la formation du film, par la méthode de la goutte pendante.

2. MÉTHODES EXPÉRIMENTALES ET MATÉRIAUX UTILISÉS
2.1 Méthodes
2.1.1 Réfractométrie
Pour déterminer l’indice de réfraction d’une substance le réfractomètre d’Abbé utilise l’angle
de réfraction limite au delà duquel la lumière n’est pas réfractée [133]. Le réfractomètre d’Abbé
nécessite que l’indice de réfraction n de la substance soit inférieur à l’indice de réfraction n1 du prisme
support [134]. L’indice de réfraction dépend de la longueur d’onde et dans le cas du réfratomètre
d’Abbé, la lumière blanche contenant tout le spectreu visible est utilisée. Dans ce cas, la lumière
se propage du milieu d’indice inférieur au milieu d’indice supérieur. L’angle de réfraction limite est
alors produit pour un angle θ0 = 90◦ (fig. 2.1). Pour une lumière rasante (θ0 → 90◦) les faisceaux
incidents sont réfractés avec l’angle de réfraction θ1 jusqu’à l’angle de réfraction limite θlim (θ1→
θlim).
Fig. 2.1: A gauche, image à travers l’objectif, à droite, schéma de principe du réfractomètre d’Abbé. (Images :
culturesciences.chimie.ens.fr)
La limite entre les faisceaux réfractés et réfléchis correspond à la limite entre les zones claire et
sombre. Les faisceaux lumineux sont observés à travers un objectif marqué d’une croix (fig. 2.1).
Une molette permet de faire correspondre la limite entre la zone claire et sombre avec le centre de
l’objectif, mesurant ainsi θlim.
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La relation de Snell-Descartes (eq. 2.1) donne accès à la valeur de l’indice de réfraction de la
substance :
nsin(θ0) = n1 sin(θ1) (2.1)
A l’incidence limite θ0 = 90◦, la relation 2.1 devient :
n = n1 sin(θlim) (2.2)
Le réfractomètre d’Abbé de marque Karl Zeiss (Allemagne) est utilisé pour déterminer l’indice de
réfraction des protéines étudiées. Pour de faibles fractions volumiques en protéines φp la constante
diélectrique (ε = n2) d’une solution est linéaire avec la fraction volumique φp (Approximation de
Wiener des milieux effectifs [135], eq. 2.3). La mesure du carré de l’indice de réfraction en fonction
de la fraction en protéine n2 = f (φp) permet d’estimer l’indice de réfraction de la protéine np. En
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Fig. 2.2: Carré de l’indice de réfraction en fonction de la fraction volumique en gliadines dans le solvant
acétique (pH 3.0). Ajusté (trait plein) et extrapoler à φp = 1 (pointillés).
supposant que la proportionnalité entre n2 et φp est valable à haute concentration on peut extrapoler
l’indice réfraction de l’isolat protéique à φp = 1 comme l’illustre la figure 2.2.
n2 = n2solvant +
∂n2
∂φp
φp (2.3)
n2p = n
2
solvant +
∂n2
∂φp
.1 (2.4)
L’extrapolation à φp→ 1 de n2 = f (φp) s’écrit de la manière suivante :
np =
√
n2solvant +
∂n2
∂φp
(2.5)
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L’indice de réfraction des solutions de protéines est mesuré à température ambiante. Pour l’isolat de
blé les fractions de protéines mesurées sont comprises entre φp = 0.0015 et φp = 0.0345. Pour l’isolat
de tournesol, elles sont comprises entre φp = 0.0015 et φp = 0.0751. les résultats correspondent à la
figure 2.27.
2.1.2 Analyse thermique
Le micro-calorimètre différentiel à balayage (micro differential scanning calorimetry, µDSC) est
utilisé pour caractériser la température de dénaturation des isolats protéiques. Il mesure la différence
de flux de chaleur ∆Q apportée à la référence et à l’échantillon lors d’une rampe de température
imposée (fig. 2.3). ∆Q est défini par la relation suivante :
∆Q =
Qech−Qre f
∆ t
(2.6)
Où Qech est la chaleur apportée à l’échantillon, Qre f la chaleur apportée à la référence, pendant une
durée ∆ t, nécessaire au suivi d’une rampe de température imposée.
La différence de flux sera non nulle lors de la dénaturation des protéines. La dénaturation est
un ensemble de réactions modifiant la structure de la protéine par rupture de liaisons intra et inter
moléculaires. L’ensemble des réactions est endothermique [136]. On peut alors déterminer une tem-
pérature de dénaturation et une enthalpie de réaction ∆H correspondant à la chaleur nécessaire au
processus de dénaturation [137].
∆H =
∫ t1
t2
∆Q(t)dt (2.7)
∆H est l’enthalpie de réaction ayant lieu entre les temps t1 et t2, ∆Q(t) l’évolution temporelle de la
différence de flux de chaleur (eq. 2.6).
Fig. 2.3: Schéma de principe de la micro DSC utilisée (image : setaram.fr)
La microDSC III de marque Setaram (France) est utilisée pour mesurer les températures de déna-
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turations des isolats de colza et de tournesol. La référence et la cuve de mesure contiennent res-
pectivement 500µL de solvant et de solutions protéiques. La mesure est effectuée avec le profil de
température suivant :
- Palier de 20◦C pendant 15 min, pour l’homogénéisation thermique
- Croissance de 20◦C à 120◦C à 1◦C/min
- Décroissance de 120◦C à 20◦C à 1◦C/min
2.1.3 Diffusion dynamique de la lumière
La diffusion dynamique de la lumière (Dynamic Light Scattering=DLS) utilise les fluctuations
d’intensité diffusées par l’échantillon au cours du temps pour modéliser un coefficient de diffusion
des objets diffusant la lumière.
Fig. 2.4: Diffusion d’un faisceau arrivant par la gauche par un objet de diamètre D (Image : hesed.info)
On parle de diffusion de Mie [138] lorsque l’onde interférant avec l’objet garde la même fréquence,
c’est le cas pour des objets immobiles de tailles comparables à la longueur d’onde de la lumière λ
jusqu’à la taille moléculaire. Dans le cas où la taille de l’objet interférant avec l’onde est négligeable
devant la longueur d’onde R <
λ
10
l’onde absorbée par l’objet est émise de manière symétrique,
comme indiqué figure 2.4, il s’agit du cas limite de la théorie de diffusion de Mie appelé diffusion de
Rayleigh.
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Fig. 2.5: Schéma de principe d’une DLS. (Images kuleuven.be)
Pour mesurer une intensité le milieu diffusant doit être hétérogène afin que les ondes diffusantes
interfèrent. Dans une expérience classique de diffusion dynamique de la lumière (fig. 2.5) les fluc-
tuations d’intensité sont extraites par construction d’une fonction d’autocorrelation des fluctuations
d’intensité diffusées G2(−→q ,τ) définie de la manière suivante [139] :
G2(−→q ,τ) = 〈I(−→q ,0)I(−→q ,τ)〉tm ≡ limtm→∞
∫ tm
0
I(−→q , t)I(−→q , t+ τ)dt (2.8)
La fonction d’autocorrélation normalisée de l’intensité diffusée s’écrit :
g2(−→q ,τ) = 〈I(
−→q ,0)I(−→q ,τ)〉tm
〈I(−→q ,0)〉2tm
(2.9)
Où I(−→q ,0) est l’intensité à l’instant initial, I(−→q ,τ) l’intensité à l’instant τ , tm la durée totale de la
mesure et−→q le vecteur d’onde de diffusion (fig. 2.5). Le vecteur de diffusion est−→q =−→kd −−→ki , où−→kd
est le vecteur d’onde de l’onde détectée,
−→
ki , le vecteur d’onde du faisceau laser incident (fig. 2.5). La
norme du vecteur de diffusion vaut :
q =
4pin
λ
sin
(
θ
2
)
(2.10)
Où n est l’indice de réfraction du solvant, λ la longueur d’onde du faisceau incident et θ l’angle entre
les vecteurs d’ondes
−→
ki et
−→
kd .
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Lorsque les fluctuations d’intensités sont dues au mouvement aléatoire d’objets dans le solvant,
le temps caractéristique des fluctuations tc est associé au coefficient de diffusion D des objets pro-
voquant ces fluctuations [140]. On note Γ =
1
tc
le taux de décroissance. Il est lié au coefficient de
diffusion par la relation suivante :
Γ = Dq2 (2.11)
Où D est le coefficient de diffusion, q le vecteur de diffusion.
A partir du coefficient de diffusion D, en assimilant l’objet à une sphère dure on peut estimer le
rayon hydrodynamique de l’objet par la relation de Stokes Einstein :
D =
kBT
6piηRH
(2.12)
Où kB la constante de Boltzmann, T la température, η la viscosité du milieu, RH le rayon hydrody-
namique.
Ce rayon ne correspond pas aux dimensions de l’objet [141]. Le rayon hydrodynamique traduit seule-
ment le déplacement de l’objet dans le milieu en rayon de sphère équivalente. La modélisation de la
fonction normalisée des fluctuations d’intensité g2(τ)− 1 est effectuées par différents modèles pre-
nant en compte un ou plusieurs temps caractéristiques de corrélation, associés à une taille (modèle
mono exponentielle) ou une distribution de tailles (modèle des cumulants).
L’exponentielle simple modélise les fluctuations d’intensité provoquées par des composés ayant
une seule taille correspondant au taux de décroissance τ :
g2(τ)−1 = B0+Aexp−2Γ τ (2.13)
Où B0 correspond à la ligne de base, A est l’amplitude de la fonction de corrélation, τ le temps de
retard.
L’analyse des cumulants d’ordre deux modélise une distribution de tailles [142] autour d’une
taille moyenne, avec le taux décroissance moyen Γ et l’indice de polydispersité σ2 =
µ2
Γ 2
, par la
fonction suivante :
g2(τ)−1 = B0+Aexp−2Γ τ+µ2τ2 (2.14)
Où B0 correspond à la ligne de base, A est l’amplitude de la fonction de corrélation à l’intervalle
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τ = 0, µ2 le paramètre de polydispersité.
Lorsque l’analyse des cumulants ne modélise pas la fonction d’autocorrélation mesurée un mo-
dèle prenant en compte deux populations de tailles distinctes peut être utilisé.
g2(τ)−1 = B0+
(
A1 exp−Γ1τ+A2 exp−Γ2τ
)2
(2.15)
A1,2 et Γ1,2 sont respectivement les amplitudes et les taux de décroissances des deux populations.
Par extrapolation linéaire des amplitudes A1 et A2 à angle nul (θ = 0◦) une estimation du rapport
en nombres d’objets de chaque population est possible lorsque les approximations suivantes sont
valables :
- Objets denses
- Même indice de réfraction pour les deux populations
Dans ce cas, la relation liant les amplitudes est la suivante :
A1
A2
=
N1R6H1
N2R6H2
(2.16)
Où N1 et N2 sont les nombres d’objets des deux populations contribuant à l’intensité diffusée, RH1 et
RH2 sont les rayons hydrodynamiques des deux populations.
Le goniomètre de la marque Amtec (France) et le corrélateur BT9000 de marque Brookhaven
(Etats Unis) sont utilisés pour les mesures. Les solution protéiques sont filtrées par un filtre en ester
de cellulose (CME 0.22µm, Karl Roth). Le tube en verre contenant la solution plonge dans le go-
niomètre, dans un bain de toluène, d’indice de réfraction très proche du verre, thermostaté à 20◦C .
Un obturateur d’ouverture variable est placé devant le détecteur de photons afin de limiter la lumière
parasite. L’ouverture du pinhole est choisie à 1 mm, la puissance du laser est de 50 mW, sa longueur
d’onde λ = 532 nm . La mesure des fluctuations est faite à différents angles θ compris entre 30 et
140◦.
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2.1.4 Ellipsométrie à extinction
Lorsqu’un faisceau lumineux polarisé linéairement est réfléchi il peut devenir polarisé elliptique-
ment selon la nature des deux milieux et de l’interface. Réciproquement, il existe une polarisation
incidente elliptique pour laquelle le faisceau réfléchi sera polarisé linéairement (fig. 2.6).
Fig. 2.6: Schéma des angles ellipsométriques mesurables après réflexion, θ0 est l’angle d’incidence, ∆ le dé-
phasage entre la composante P et S du champs électrique, Ψ l’angle entre le plan de l’interface et
l’axe majeur de l’ellipse.
L’ellipsomètre à extinction est basé sur ce principe [143]. Le polariseur couplé à un compensateur
produit une polarisation elliptique du faisceau incident de manière à ce que sa réflexion par l’inter-
face soit en polarisation rectiligne. Le faisceau peut alors être éteint par l’analyseur. La polarisation
elliptique est due au déphasage noté ∆ , entre les composantes perpendiculaire et parallèle du champ
électrique par rapport au plan d’incidence (fig. 2.6). L’angle entre l’axe majeur de l’ellipse et le plan
de la surface réfléchissante est notéΨ [144].
L’avantage de cette technique est de déterminer les angles ellipsométriques ∆ et Ψ par mesure
directe (eq. 2.17, 2.18), en utilisant respectivement les angles P et A du polariseur et de l’analyseur
par rapport au plan d’incidence (fig. 2.7). A chaque couple (∆ ,Ψ ) correspondent deux paires d’angles
du polariseur et analyseur [145]. Le premier couple (P1, A1) est lié aux angles par la relation suivante :
∆ = 2P1+90◦ (2.17)
Ψ = A1 (2.18)
Le changement de polarisation est lié aux coefficients de réflexion de l’interface rp (parallèle au
plan d’incidence) et rs (allemand : senkrecht, perpendiculaire au plan d’incidence) [135]. Les angles
ellipsométriques mesurés sont liés aux coefficients de réflexion par la relation suivante [146] :
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Fig. 2.7: Schéma de principe de l’ellipsomètre à extinction. (Image [143])
ρ =
rp
rs
= tanΨei∆ (2.19)
∆ = arctan
(
Im(ρ)
Re(ρ)
)
(2.20)
Ψ = arctan
 Re(ρ)
cos
(
arctan
(
Im(ρ)
Re(ρ)
))
 (2.21)
∆ etΨ sont particulièrement sensibles à l’angle d’incidence θ0 au voisinage de l’angle de Brewster
θB. Ce dernier est défini comme l’angle d’incidence pour lequel le faisceau réfléchi serait exacte-
ment dans la direction du champ électrique du faisceau réfracté. Les faisceaux réfractés et réfléchis
formeraient un angle de 90◦ ce qui permet de calculer aisément θB par la relation de Snell-Descartes :
n0 sin(θ0) = n2 sin(θ2) (2.22)
Où n0 est l’indice du milieu dans lequel se propage la lumière, n2 l’indice du milieu 2, θ0 l’angle
d’incidence, θ2 l’angle de réfraction (schéma fig. 2.8). A l’angle de Brewster θ0 = θB et θB +θ2 =
90◦, la relation 2.22 donne donc :
θB = arctan
(
n2
n0
)
(2.23)
En présence d’un film interfacial, le rapport des coefficients de réflexion parallèle et perpendiculaire
ρ =
rp
rs
est dévié par rapport à celui correspondant à une interface vierge. Si le film est optiquement
épais, θB varie par rapport à celui calculé pour une interface vierge (eq. 2.23). ρ peut être modélisé
par un système en couche stratifiée. Le plus simple modèle est la modélisation d’une seule couche
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Fig. 2.8: Schéma des paramètres de la relation de Snell Descartes (eq. 2.22) à l’angle d’incidence de Brewster
θB.
homogène par son épaisseur H et son indice de réfraction nL [147] prise entre les deux milieux. Dans
le cas où θB ne varie pas, ρ peut être modélisé par un seul paramètre. Ce paramètre de déviation
I1, vient de la théorie des perturbations [148]. Il permet dans certains cas, d’évaluer la concentration
superficielle d’excès Γ qui se définit de la façon suivante :
Γ =
∫ −∞
0
(C(z)−C∞)dz+
∫ +∞
0
C(z)dz (2.24)
Où C(z) est la concentration en protéines en fonction de la hauteur z, z = 0 correspond à l’interface,
z < 0 correspond à la solution de protéines, z > 0 correspond à la phase légère (fig. 2.8). La figure
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Fig. 2.9: Variation des angles éllipsométriques à l’interface air/eau pour un solvant NaOH (pH 10, carrés), uns
solution d’isolat de tournesol à 10 g/L après 1h (triangles vides) et 61 h (étoiles vides).
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2.9 montre l’évolution des angles ellipsométriques en fonction de l’angle d’incidence pour le sol-
vant NaOH (carrésvides) et une solution d’isolat de tournesol à 10 g/L après 1h (triangles vides) et
61 h (étoiles vides). L’angle de Brewster correspond à l’angle d’incidence où tanΨ est minimum et
∆ =90◦ ou 270◦. On peut visualiser que au bout de 1 h, pour la solution d’isolat de tournesol, l’angle
de brewster est similaire à celui trouvé pour le solvant. On peut donc utiliser la théorie des pertur-
bations pour évaluer la concentration superficielle d’excès. En revanche, lorsque l’âge de la surface
est de 61 h, l’angle de Brewster est différent de celui trouvé pour le solvant. Cela indique que le film
est trop épais pour être modélisé par la théorie des perturbations. On peut donc utiliser le modèle en
couche stratifiées.
2.1.4.1 Modèle en couches stratifiées
Lorsque le film interfacial est suffisamment épais et/ou dense, l’angle de Brewster θB varie par
rapport à celui calculé par la relation 2.23. On peut alors utiliser la théorie de Huygens-Fresnel [147]
pour modéliser le rapport ρ des coefficients de réflexion parallèle et perpendiculaire au plan d’inci-
dence (eq. 2.19). Ce modèle contient deux paramètres libres, l’épaisseur H et l’indice de réfraction
nL de l’interface permettant l’ajustement (eq. 2.20 et eq. 2.21) des mesures de ∆ etΨ (eq. 2.17 et eq.
2.18). ρ se modélise ainsi :
ρ =
rp
rs
=
r0Lp+ rL2p exp−2iβ
1+ r0LprL2p exp−2iβ
1+ r0LsrL2s exp−2iβ
r0Ls+ rL2s exp−2iβ
(2.25)
Les coefficients de réflexion entre le milieu dans lequel se propage l’onde (milieu 0) et le milieu inter-
facial (milieu L) sont notés r0Lp pour le coefficient parallèle, r0Ls pour le coefficient perpendiculaire
au plan d’incidence. De même, pour le milieu interfacial (milieu L) et le milieu de la phase dense
(milieu 2) les coefficients de réflexion parallèle et perpendiculaire sont notés respectivement rL2p et
rL2s. Il s’écrivent de la manière suivante :
r0Lp =
nL cosθ0−n0 cosθL
nL cosθ0+n0 cosθL
(2.26)
r0Ls =
n0 cosθ0−nL cosθL
n0 cosθ0+nL cosθL
(2.27)
rL2p =
n2 cosθL−nL cosθ2
n2 cosθL+nL cosθ2
(2.28)
rL2s =
nL cosθL−n2 cosθ2
nL cosθL+n2 cosθ2
(2.29)
θL = arcsin
(
n0 sin(θ0)
nL
)
(2.30)
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θ2 = arcsin
(
n0 sin(θ0)
n2
)
(2.31)
β correspond à l’épaisseur de phase du film interfacial et s’écrit :
β = 2pi
H
λ
nL cosθL (2.32)
λ est la longueur d’onde du faisceau incident, θL l’angle de réfraction dans le film interfacial, H et
nL correspondent respectivement à l’épaisseur et à l’indice de réfraction du film interfacial modélisé,
θ0, θ2, n0 et n2 sont respectivement les angles d’incidence et les indices de réfraction des milieux 0
et 2 comme indiqué sur le schéma 2.10.
Fig. 2.10: Schéma des paramètres du système considérant le milieu dans lequel se propage l’onde incidente
(milieu 0), le milieu interfacial (milieu L), le milieu de la phase dense (milieu 2)
2.1.4.2 Théorie des perturbations
Dans le cas où l’angle de Brewster θB ne varie pas avec celui d’une interface vierge on ne peut
pas découpler l’épaisseur du film et sa densité lié à son indice de réfraction. Néanmoins Im(ρ) (eq.
2.19) varie et la théorie des perturbations modélise cette variation par un paramètre de déviation par
rapport à l’interface vierge, noté I1. ρ =
rp
rs
est modélisé de la façon suivante [148] :
ρ =
rp
rs
=
rp,0
rs,0
+
2iQ1
rs,0(Q0+Q2)2
K
n20n
2
2
I1 (2.33)
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avec : Q0 =
2pi
n0λ
cosθ0, Q2 =
2pi
n2λ
cosθ2, θ2 = arcsin
(
n0
sinθ0
n2
)
et K = 2pi
n0
λ
sinθ0.
Où
rp,0
rs,0
est le rapport des coefficients de réflexion d’une interface vierge, I1 le paramètre de dé-
viation, λ la longueur d’onde du faisceau incident, n0 l’indice de réfraction du milieu dans lequel se
propage l’onde, θ0 l’angle d’incidence, n2 l’indice de réfraction du milieu 2, θ2 l’angle de réfraction
dans le milieu 2 (fig. 2.8).
I1 est une quantité liée à l’intégrale du profil optique du film nL(z) suivant la hauteur z. I1 est le
paramètre de déviation correspondant au film interfacial, il a la dimension d’une longueur. Pour un
indice de réfraction du film nL(z) localement isotrope, I1 se défini de la façon suivante [149] :
I1 =
∫ +∞
−∞
(n2L(z)−n20)(n2L(z)−n22)
n2L(z)
dz (2.34)
Où nL(z) est l’indice de réfraction du film interfacial en fonction de la hauteur z, z = 0 à l’interface,
z > 0 dans le milieu 0 et z < 0 dans le milieu 2.
Dans la limite des films interfaciaux optiquement peu dense, en considérant que le film est formé
principalement dans l’eau, le paramètre de déviation I1 peut s’écrire de la manière suivante :
I1 =
n22−n20
n22
∫ +∞
−∞
(n2L(z)−n22)dz (2.35)
Afin de prendre en compte les contributions d’une interface vierge ( rugosité de l’interface [150]) par
rapport au cas parfait on introduit le paramètre de déviation I0 correspondant à la mesure solvant/air
tel que :
I1− I0 = n
2
2−n20
n22
∫ +∞
−∞
[n2L(z)−n2L,0(z)]dz (2.36)
Pour calculer la concentration superficielle d’excès il est nécessaire de faire les approximations sui-
vantes :
- La constante diélectrique (ε = n2) est supposée linéaire avec la fraction volumique en protéines
φp (approximation des milieux effectifs de Wiener [151]).
- L’indice de réfraction du film interfacial nL(z) est localement isotrope.
La concentration superficielle d’excès Γ s’écrit alors de la façon suivante [152] :
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Γ =
∫ +∞
−∞
[n2L(z)−n2L,0(z)]dz
(
∂n2
∂φp
)−1
(2.37)
Γ =
n22
n22−n20
(I1− I0)
(
∂n2
∂φp
)−1
(2.38)
Γ est la concentration superficielle d’excès (eq. 2.24), I0 le paramètre de déviation de l’interface
due au solvant par rapport à l’interface vierge, I1 le paramètre de déviation de l’interface due à une
solution protéique par rapport à l’interface vierge,
∂n2
∂φp
est évalué expérimentalement (section. 2.1.1).
La partie imaginaire de ρ =
rp
rs
permet de calculer le paramètre de déviation I1 [153] :
Im(ρ) =
pi
√
n20+n
2
2
λ (n20−n22)
I1 (2.39)
Où Im(ρ) = Im
(
rp
rs
)
= tanΨ sin∆ (eq. 2.19).
2.1.4.3 Protocoles de mesures
L’ellipsomètre à extinction de la marque Optrel (Allemagne) est utilisé avec un Laser de longueur
d’onde λ = 532 nm.
A l’interface air/eau, les protéines de blé (les gliadines) et de tournesol (globulines et albumines)
sont étudiées. Le laser est utilisé à une puissance de 20mW. Les mesures sont effectuées dans une
boîte de pétri de 17 cm de diamètre. Cela permet de mettre en parallèle la mesure de tension de
surface et la mesure ellipsométrique sans perturbation de l’une sur l’autre. Pour les gliadines on
considère que le temps initial de la formation du film, t0, correspond au moment où la solution de
protéines s’étale dans la boîte de pétri. Pour l’isolat de tournesol, la surface est formée puis lavée par
aspiration avec un embout en téflon. On considère dans ce cas que t0 correspond à la fin du lavage de
surface. Les boîtes de pétris sont recouvertes par du film alimentaire afin de limiter l’évaporation, les
flux d’air et le dépôt de poussière à l’interface. Des ouvertures sont incisées dans le film alimentaire
afin de permettre la mesure ellipsométrique en parallèle de la mesure de tension de surface (fig. 2.11).
A l’interface hexadecane/eau, seul l’isolat de tournesol est étudié. Le laser est utilisé à une puis-
sance de 100 mW. La température est mesurée sous la réflexion du laser, dans la solution protéique,
l’élévation de température est de 0.4◦ après 1 h soit une variation de l’indice de réfraction de l’eau
de 4.10−6 [154], négligeable devant les variations d’indice de réfraction du film interfacial (compris
entre 10−3 et 10−1 ). Deux guides d’ondes sont placés de manière à ce que le faisceau laser incident
et réfléchi traverse perpendiculairement l’interface air/hexadecane (fig. 2.12).
L’hexadecane est placé en premier dans la boîte de pétri puis la solution protéique est délicatement
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Fig. 2.11: Schéma de la boîte de pétri de diamètre 17 cm avec la mesure ellipsométrique en parallèle de la
mesure de pression de surface.
Fig. 2.12: Schéma de la mesure ellipsométrique à l’interface hexadecane/eau avec les guides d’ondes
versée de manière à former le moins de bulles et gouttes possible. L’interface hexadecane/eau est
aspirée manuellement avec une seringue en verre ayant un embout en acier pour limité la pollution
de la solution, t0 correspond à la fin du lavage de surface.
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Fig. 2.13: Re(ρ) en fonction de l’angle d’incidence, pour l’isolat de tournesol pur à 85% à 10 g/L dans une
solution d’hydroxyde de sodium à 0.1 mM, à l’interface air/eau.
L’angle de Brewster θB est déterminé par la mesure de ∆ etΨ en fonction de l’angle d’incidence θ0
comme le montre la figure 2.13. L’angle de Brewster théorique de l’interface vierge est calculé par la
relation de Snell-Descartes (eq. 2.23) puis les mesures sont effectuées sur l’intervalle θB±3◦ par pas
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de 0.2◦. La partie réelle de
rp
rs
(Re
(
rp
rs
)
= tanΨ cos∆ ) forme une droite en fonction de l’angle θ0
et coupe l’axe des abscisses à l’angle de Brewster θB. Les mesures sont effectués pour des films âgés
d’au moins 1h. L’incertitude de mesure de l’angle de Brewster est de 0.1◦. En modélisant ∆ et Ψ
(eq. 2.20, 2.21) par le modèle en couche stratifiées (eq. 2.25) on évalue les couples d’épaisseur H et
d’indice de réfraction du film interfacial nL pour lesquels l’angle de Brewster varie de 0.1◦. La figure
Fig. 2.14: La zone colorée représente les couples (épaisseur H, indice de réfraction interfacial nL) pour lequel
l’angle de Brewster varie de moins de 0.1◦ avec celui d’une interface vierge à l’interface, en a) à
l’interface air/eau (a/e) et en b) à l’interface hexadecane/eau (h/e). L’abscisse du haut correspond à
la fraction volumique en gliadines de blé en a) et en isolat de tournesol en b) aux interfaces a/e et h/e
respectivement.
2.14 montre les zones des couples (H,nL) pour lesquelles l’angle de Brewster est dévié de moins
de 0.1◦ avec celui d’une interface vierge. L’axe supérieur donne la fraction protéique dans le film en
supposant que le film est entièrement dans l’eau, en a) la fraction en gliadines à l’interface a/e et en b)
la fraction en isolat de blé à l’interface h/e. En a) à l’interface a/e les couples (H,nL) correspondent à
un film dense et fin ou épais et peu dense. En b) à l’interface h/e le contraste est plus faible donc les
zones des couples (H,nL) possibles sont plus larges, la non monotonie entre l’indice de réfraction de
l’hexadecane et de l’eau vient de la symétrie du contraste optique entre le film interfacial et les deux
milieux. φp est défini par l’équation suivante :
φp =
n2L−n2eau
n2p−n2eau
(2.40)
Où neau correspond à l’indice de réfraction de l’eau, np correspond à l’indice de réfraction de l’isolat
protéique.
Pour les mesures temporelles de ∆(t) etΨ(t), l’angle d’incidence est maintenu constant et proche
de l’angle de Brewster d’une interface vierge. Pour l’interface air/eau l’angle d’incidence est à 55◦
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pour un angle de Brewster calculé θB = 53.12◦. Pour l’interface hexadecane/eau l’angle d’incidence
est à 45◦ pour un angle de Brewster calculé θB = 42.95◦.
2.1.5 Microscopie à angle de Brewster
Le microscope à angle de Brewster nécessite d’ajouter un objectif grossissant et une caméra sur
l’éllipsomètre. Il utilise l’angle de Brewster pour imager une interface. Les inhomogénéités de l’in-
terface se traduisent par une variation locale de l’angle de Brewster permettant une réflexion du signal
(fig. 2.15). Si l’image n’est pas contrastée, le film est dit alors homogène à l’échelle d’observation.
Fig. 2.15: Schéma de principe du microscope à angle de Brewster (BAM).
Le microscope à angle de Brewster de la marque Optrel (Allemagne) est utilisé avec un objectif Mitu-
toyo 10x dont la distance de travail est de 33.5 mm. L’angle d’incidence est fixé à 55◦, l’analyseur est
maintenu fixe à 0◦ du plan d’incidence et le polariseur est positionné de manière à ce que l’intensité
du fond de l’image soit la plus faible possible. Les images ont été effectuées à différentes tensions de
surface caractéristiques des étapes de formation du film protéique.
La zone visualisée est de 520x390µm avec une résolution de 0.82µm/pxl
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2.1.6 Tensiométrie
2.1.6.1 Méthode de la goutte pendante
La tension de surface γ entre deux fluides non miscibles est mesurable par la forme que prend
un fluide dans l’autre fluide au bout d’un capillaire. Cette forme lie le poids de la goutte à la tension
interfaciale par l’équation de Young-Laplace [155, 156] :
γ(
1
R1
+
1
R2
) = ∆P≡ ∆P0+∆ρgz (2.41)
Où
1
R1
et
1
R2
correspondent aux courbures principales en un point du contour de la goutte, z corres-
pond à la distance entre une référence plane proche du capillaire et un point du contour de la goutte,
∆P = Pin−Pout est la pression de Laplace de part et d’autre de l’interface courbe, ∆ρ = ρin−ρout la
différence de masse volumique de part et d’autre de l’interface. La pression de Laplace peut s’écrire
en terme de pression de référence ∆P0 à z = 0 et de pression hydrostatique ∆ρgz [157].
Fig. 2.16: Schéma de principe du tensiomètre à goutte pendante. (Image [157]
Lorsque la goutte est en équilibre les forces capillaires présentes sur tout le contour de la goutte
compensent exactement le poids (fig. 2.16). Le tensiomètre à goutte pendante détecte la forme de la
goutte et effectue une procédure itérative en ajustant la tension de surface de manière à faire corres-
pondre les formes calculées et détectées [157].
2.1.6.2 Rhéologie interfaciale dilatationnelle
Le tensiomètre à goutte pendante permet d’imposer de faibles oscillations sinusoïdales d’aire
interfaciale de pulsation ω [54]. La compression/dilatation imposée produit une réponse en tension
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de surface, elle aussi sinusoïdale pour des oscillations de faible amplitude [158]. Lors d’une variation
de surface imposée, la mesure d’aire A est faite d’après le contour de la goutte, simultanément à la
mesure de tension de surface γ (fig. 2.17).
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Fig. 2.17: A gauche, schéma de goutte pendante oscillante (Image [158]), à droite, les carrés pleins corres-
pondent à la tension de surface d’une solution de gliadines à 0.25 g/L à l’interface air/eau pendant
une variation de surface imposée correspondant au trait plein.
Le module viscoélastique complexe est donné par le rapport des transformées de Fourier des deux
sinusoïdes formées par l’aire A et la tension de surface γ [159] :
E∗(ω) =
F [∆γ(t)]
F [∆ lnA(t)]
(2.42)
Où F [∆γ(t)] est la transformée de Fourrier de la courbe ∆γ(t) = γ(t)− 〈γ(t)〉tm où 〈γ(t)〉tm
correspond à la moyenne temporelle de la tension de surface en fonction du temps pendant la du-
rée tm des oscillations servant à la mesure. F [∆ lnA(t)] est la transformée de Fourrier de la courbe
∆ lnA(t) =
A(t)−〈A(t)〉tm
〈A(t)〉tm
où 〈A(t)〉tm est la moyenne temporelle de la surface en fonction du temps
pendant la durée tm des oscillations servant à la mesure.
Le module viscoélastique est composé d’une partie réelle et d’une partie imaginaire décrit de la
façon suivante :
E ′ =‖ E∗(ω) ‖ cosϕ = dγ
d lnA
(2.43)
E ′′ =‖ E∗(ω) ‖ sinϕ = ηdω (2.44)
Où ‖ E∗(ω) ‖ est la norme du module viscoélastique, ϕ le déphasage entre la déformation imposée
et la réponse obtenue, ηd la viscosité interfaciale dilatationnelle.
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2.1.6.3 Lavage de la goutte
Afin de vérifier le caractère irréversible de l’adsorption des protéines un double capillaire coaxial
est utilisé (fig. 2.18). Il permet de former une goutte puis d’introduire du solvant et de récupérer la so-
lution par petits volumes pour réduire la concentration de protéines dans le volume, tout en gardant la
surface formée constante. Afin de déterminer le volume à échanger pour rendre la désorption visible
par augmentation de tension de surface, le lavage de la goutte est effectué avec un surfactant dont
l’équilibre adsorption/désorption est connu comme le Sodium Dodecyl Dulfate (SDS) [160]. Le SDS
est solubilisé dans l’eau à 10 mM. Cette concentration est légèrement supérieure à la concentration
micellaire critique (CMC, entre 7 et 10 mM).
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Fig. 2.18: A gauche, schéma du capillaire coaxial (Image [161]), à droite, mesure de γ(t) à l’interface hexade-
cane/eau du SDS à 10mM avec lavage à l’eau milliQ.
La figure 2.18 montre la tension de surface en fonction du temps à l’interface d’une goutte de SDS à
10 mM pendant un lavage à l’eau milliQ. Jusqu’à 235 s le lavage diminue la concentration en surfac-
tant dans le volume de la goutte sans augmenter la tension de surface, indiquant que la concentration
en surfactant est supérieure à la CMC. A partir de 235 s la tension de surface augmente, indiquant un
équilibre entre la concentration superficielle d’excès Γ et la concentration en volume [162], c’est à
dire la réversibilité d’adsorption. A partir de 660 s la tension de surface est constante indiquant que
la concentration en tensioactifs à l’interface n’est plus réduite.
Le volume total échangé permettant de réduire la concentration en surfactant, de manière à ce que
la tension de surface soit constante, correspond à 30 fois le volume de la goutte, soit 6 fois supérieur
à ce qui à pu être fait ailleurs [163, 164]. Ce sera donc le volume utilisé pour considérer que le lavage
a effectivement diminué la concentration en volume C.
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2.1.6.4 Protocoles de mesures
Pour les mesures utilisant la méthode de la goutte pendante, il s’agit dans tous les cas d’une goutte
de solution aqueuse de protéines plongée dans l’autre phase (air ou hexadecane). Pour effectuer
les mesures de tension de surface au cours du temps, de rhéologie dilatationnelle interfaciale et de
réversibilité, le tensiomètre PAT-1 de la marque Sinterface Technologies (Allemagne) est utilisé.
2.1.6.4.1 Stabilité et propreté de la mesure Le pas de temps minimum (' 120 ms) correspond au
temps nécessaire pour la convergence de la procédure itérative avec la forme de la goutte. La stabilité
du montage et la propreté de l’appareil permet de mesurer la tension de surface γ pour des temps
compris entre 5 et 10000 s après la formation de la goutte.
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Fig. 2.19: a) Tension de surface en fonction du temps à l’interface air/eau. Les carrés vides correspondent à la
tension de surface, les carrés pleins correspondent à l’aire de la goutte.
b) Tension de surface en fonction du temps à l’interface air/eau pour deux solvants acides. Les traits
en pointillés montrent la limite de stabilité estimée de la mesure au cours du temps.
La figure 2.19 montre en a) l’évolution de la tension de surface et de la surface de la goutte au cours
du temps, immédiatement après le début de la mesure. On considère que la goutte est formée et en
équilibre à partir de 5 s. La figure 2.19 montre en b) l’évolution de la tension de surface au cours du
temps pour 5 ordres de grandeurs en temps. A partir de 10000 s la surface a piégé suffisamment de
composés pour qu’ils aient une influence sur la valeur de tension de surface. On considère donc que
nos mesures sont valables jusqu’à 10000 s.
Pour atteindre cette durée de stabilité le protocole de nettoyage suivant est nécessaire :
- Les contenants des solutions, en verre, sont brossés avec du liquide vaisselle classique, lavés à
grande eau 30 s après que toute trace de liquide vaisselle soit invisible à l’œil nu puis lavés trois fois
à l’eau distillée.
- Les tuyaux du tensiomètre sont lavés par 100 volumes de pompe (1 volume de pompe = 0.1 mL)
d’éthanol puis 100 volumes d’eau milliQ.
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Préalablement à la formation de la goutte servant à la mesure, 30 volumes de pompe de solvant
puis 30 volumes de solution protéique sont injectés puis trois gouttes de solution protéique sont pro-
duites, la quatrième est celle de la mesure. Lorsque les mesures sont faites à l’interface air/eau la
cellule recueillant les gouttes doit être propre et contenir un fond de solvant afin de réduire l’éva-
poration pendant la mesure. Afin d’optimiser la mesure il faut utiliser un capillaire qui maximise
l’allongement de la goutte [157]. En maximisant la force du poids, les forces capillaires qui le com-
pensent sont calculées plus précisément.
2.1.6.4.2 Domaine de linéarité, rhéologie interfaciale Une vérification de l’étendue du régime
linéaire est faite avec les isolats de blé, de tournesol et de colza (fig. 2.20). On vérifie également
que les périodes des oscillations imposées soient négligeables devant le temps de relaxation du film.
Après un temps nécessaire à la stabilisation de la tension de surface, on impose une déformation
oscillante en faisant varier la pulsation ω puis en faisant varier l’amplitude de déformation
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Fig. 2.20: Modules élastiques et visqueux d’un film de gliadines à l’interface air/eau produit par une solution
de concentration C = 0.1 g/L en fonction de la pulsation à gauche, de l’amplitude de déformation à
droite.
La figure 2.20 montre les mesures des modules viscoélastiques pour des pulsations et amplitudes
autour des valeurs choisies,
∆A
A
= 10 %, ω=0.157 rad/s pour les concentrations en gliadines C < 0.1
g/L afin de maximiser le rapport
signal
bruit
et
∆A
A
= 5 %, ω=0.628 rad/s pour les concentrations en
gliadines C ≥ 0.1 g/L. L’amplitude de déformation est bien à l’intérieur du domaine de déformation
linéaire et la pulsation est éloignée d’un temps caractéristique du film protéique, on peut donc utiliser
les amplitudes et pulsation de 5 %,ω = 0.157 rad/s et 10 %,ω = 0.628 rad/s pour le film de gliadines.
Cette vérification est faite également avec l’isolat de tournesol et de colza.
2.1.6.4.3 Lavage de goutte Le SDS est solubilisé dans l’eau à 10 mM. Cette concentration est
légèrement supérieure à la concentration micellaire critique (CMC, entre 7 et 10 mM). Pour échanger
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un volume δV = 1 mm3 le pas de temps utilisé est δ t = 1 s. Cela permet d’observer l’augmentation
temporelle γ(t) pour un tensioactif s’adsorbant réversiblement, ce sera donc les paramètres utilisés
pour le lavage de solutions de protéines. Le volume total échangé au cours du lavage est Vtot = 340
mm3, le volume de la goutte est Vgoutte = 10 mm3.
2.1.6.4.4 Mesure dynamique de tension de surface Un capillaire de diamètre 3 mm est utilisé avec
les protéines de blé. Pour les mesures cinétiques, la surface de la goutte est gardée constante A = 25
mm2 nécessitant un volume proche de V = 15 mm3 selon la tension de surface. Pour les mesures de
rhéologie dilatationnelle deux valeurs d’amplitude de déformations et de fréquences sont utilisées de
manière à optimiser les mesures. Pour les concentrations inférieures à 0.1 g/L
∆A
A
= 5 % à la pulsa-
tion ω = 0.157 rad/s et pour C ≥ 0.1 g/L ∆A
A
= 10 % à la pulsation ω = 0.628 rad/s. Pour estimer
la réversibilité d’adsorption, la surface est gardée constante à 25 mm2, le pas d’échange est δV = 1
mm3 pour un temps δ t=1 s soit 2 s pour retirer puis injecter 1 mm3.
Un capillaire de 2 mm est utilisé avec les protéines de tournesol et de colza aux interfaces air/eau
et hexadecane/eau. La surface imposée est comprise entre 30 et 40 mm2 et le volume nécessaire est
compris entre 26 et 17 mm3. Pour les mesures de rhéologie dilatationnelle
∆A
A
= 5%, ω = 0.628
rad/s, à l’interface air/eau et hexadecane/eau. Pour la mesure de la réversibilité d’adsorption, la sur-
face est gardée constante à 40 mm2, le pas d’échange est δV = 1 mm3 par pas de δ t = 1 s soit 2 s
pour retirer puis injecter 1 mm3.
2.1.7 Plaque de Wilhelmy
Avec une boîte de pétri de diamètre 17 cm la mesure de tension de surface en parallèle de la
mesure ellipsométrique est possible. La plaque de Wilhelmy en platine permet de mesurer la tension
de surface d’une interface plane. Les forces capillaires sont alors directement liées à la longueur de
la ligne triple entourant la plaque (eq 2.45) par la relation :
F = 2(d+w)γ cos(θ) (2.45)
F est la force détectée par le capteur, d et w les dimensions de la plaque, γ la tension de surface
et θ l’angle de contact entre la plaque et la phase inférieure.
La plaque de Wilhelmy de la marque KSV NIMA (Suède) est utilisée pour les mesures de tension
de surface en parallèle de la mesure des angles ellipsométriques. Lorsque la plaque de Wilhelmy est
immergée dans le solvant, la force due au poids de la plaque, la poussée d’Archimède et la tension de
surface due au solvant sont prises en compte par ajustement du capteur de force à 0 mN. La plaque
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Fig. 2.21: Schéma de principe de la plaque de Wilhelmy. (Image : Vincent Emyde)
de Wilhelmy est alors légèrement immergée dans la solution protéique puis remontée de manière à
produire un mouillage total, c’est à dire pour un angle de contact nul θ = 0◦.
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2.2 Matériels
2.2.1 Composés chimiques
Les produits suivants sont utilisés tels que reçus sans purification supplémentaire :
Acide chlorhydrique, pur à 37 %, VWR
Acide citrique, 99.5 % Carlo Herba
Acide acétique, 99 %, Sigma Aldrich
Dihydrogénophosphate de sodium dodécahydraté, 98.5 %, Sigma Aldrich
Hydrogénophosphate de sodium mono hydraté, 98 %, Sigma Aldrich
Bistrispropane, 99 %, Sigma Aldrich
Carbonate de sodium, 99.8 %, Sigma Aldrich
Hydroxyde de sodium, 98 %, Sigma Aldrich
Dodécylsulfate de sodium, 98.5 %, Sigma Aldrich
Glucono-d-lactone, 99 %, Merk
Hexadecane anhydre, 99%, Sigma Aldrich
Pour connaître la quantité de composés à mettre permettant d’obtenir une solution tampon de force
ionique I et de pH fixe, on utilise l’approximation de Henderson-Hasselbalch [165] et l’équation de
la force ionique [166] :
pH = pKa+ log
[A−]
[AH]
(2.46)
I =
1
2
n
∑
i=1
Ciz2i (2.47)
Où le pKa correspond à la constante d’acidité du composé A, [A−] la concentration du composé sous
forme basique, [AH] la concentration du composé sous forme acide. Ci correspond à la concentration
du ime composé ionique contenant le nombre de charges zi. En imposant la force ionique I et le pH
désiré, ce système d’équation permet d’obtenir les concentrations [AH] et [A−] nécessaire.
Pour les tampons citrate et acétate, On ajoute le composé sous forme acide et l’on fait réagir
une partie du composé avec NaOH pour obtenir le rapport
[A−]
[AH]
désiré, prenant en compte la force
ionique due à l’acide faible et au Na+ apporté par la base forte. Pour le tampon phosphate on ajoute
directement les composés sous forme acide et basique alors que pour les tampons bistrispropane et
carbonate on ajoute le composé sous forme basique que l’on neutralise partiellement avec l’acide fort.
L’hexadecane a été utilisé comme huile modèle pour les mesures interfaciales. Afin de garder une
tension de surface stable au cours du temps à l’interface hexadecane/eau, un protocole de purification
simple et efficace a été développé au laboratoire Charles Coulomb.
La figure 2.22 montre l’évolution de tension de surface à l’interface hexadecane/eau en fonction du
temps. La tension de surface décroît au cours du temps pour l’interface hexadecane/eau avec toutes
2. Méthodes expérimentales et matériaux utilisés 78
10 100 1000
38
40
42
44
46
48
Hexadecane / eaumilliQ
 saturé/saturée
 saturé/non saturé e
 non saturé/saturé e
 non saturé/non saturé e
 
 
 (m
N
/m
)
t (s)
Fig. 2.22: Tension de surface en fonction du temps γ(t) de l’interface hexadecane/eau avec saturation ou non
d’une phase dans l’autre.
les combinaisons d’équilibre (= de saturation) d’au moins une phase dans l’autre. La courbe ayant la
plus forte décroissance correspond à l’interface eau/hexadecane sans équilibre préalable d’une phase
dans l’autre. Les courbes de la tension de surface au cours du temps avec une décroissance plus faible
correspondent à l’équilibre d’au moins une phase dans l’autre. La saturation d’une phase dans l’autre
permet de garder la tension de surface avec une décroissance faible (∆γ < 2 mN/m en 1 h).
Afin de limiter la décroissance de tension de surface au cours du temps pour une interface vierge,
on sature l’hexadecane en air et en eau. Le solvant n’est pas préalablement saturé en hexadecane pour
éviter l’interaction en solution de l’hexadecane et des zones hydrophobes des protéines. La saturation
de l’hexadecane par l’eau milliQ et l’air est faite avec le protocole suivant :
- L’hexadecane est mélangé dans l’eau milliQ pendant 1 h par un agitateur orbital, à raison de 1
volume d’hexadecane pour 3 volumes d’eau milliQ et 1 volume d’air.
- L’hexadecane est ensuite laissé à décanter à température ambiante (T > 18◦C) pendant 12 h.
- L’eau est ensuite retirée du contenant.
Lors de la préparation des solution protéiques, la concentration C et la fraction volumique φ sont
calculées de la manière suivante :
C =
mi
ms
ρs
+
mi
ρi
(2.48)
φ =
C
ρ
(2.49)
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Où mi et ρi sont respectivement la masse et la masse volumique de l’isolat, ms et ρs sont respective-
ment la masse et la masse volumique du solvant. Pour l’isolat de blé ρgli = 1320 kg/m3 [167] et pour
l’isolat de tournesol ρglob = 1350 kg/m3 [168]. Les solvants sont composés à plus de 99.5 % w/w
d’eau, on considère que leur masse volumique correspond à celle de l’eau, ρs = ρeau =1000 kg/m3).
2.2.2 Gliadines de blé
2.2.2.1 Purification de l’isolat et préparation des solutions
Les gliadines de blé sont extraites au laboratoire Ingénierie des Agro-polymères et Technologies
Emergentes (IATE) en partenariat avec le laboratoire Charles Coulomb (L2C). Les gliadines sont
issues de gluten industriel provenant de Tereos Syral (France) et purifiées par le protocole suivant
[70] :
- le gluten est mélangé (10 % w/w) à un solvant composé à 50 % v/v d’éthanol et d’eau sur roue
d’agitation (19 h à 20◦C).
- Après centrifugation (15000 g, 30 min à 25◦C) le surnageant est séparé du culot et placé à 4◦C
pendant 24 h.
- La séparation de phase liquide - liquide permet de récupérer la phase légère qui est immédiate-
ment placée à -18◦C avant d’être lyophilisée puis broyée. Cela constitue l’isolat de prolamine de blé
avec lequel l’étude a été effectuée.
Le choix du solvant des solutions protéiques est limité par plusieurs contraintes :
- Permettre la solubilisation d’une grande part de l’isolat et exempt de tensioactifs
- Être compatible ou du moins proche d’une utilisation pour la consommation.
Les gliadines ont un point isoélectrique proche de la neutralité, pI ' 7 [73] et sont très peu
solubles dans l’eau. Afin de maximiser la solubilisation on cherche un solvant dont le pH est suffi-
samment loin du point isoélectrique tout en étant compatible avec les pH acceptés pour la nutrition
humaine (pH 2.5 - 7.5). L’acide acétique est choisi comme solvant.
l’isolat est mélangé à une solution d’acide acétique à 50 mM (pH 3.0) pendant 12 h sur une roue
d’agitation à température ambiante. La solution est filtrée avec un filtre en ester de cellulose (CME
0.22 µm, Karl Roth). Afin d’améliorer la reproductibilité des mesures interfaciales, les solutions
utilisées pour ces mesures proviennent d’une solution mère à 50 g/L et sont ensuite diluées jusqu’à
la concentration voulue. Les solutions de plus fortes concentrations sont préparées directement à la
concentration voulue.
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2.2.2.2 Composition protéique de l’isolat
La caractérisation de l’isolat protéique consiste ici en une mesure de la distribution de masse par
chromatographie d’exclusion stérique en phase liquide à haute pression (High Pressure Liquid Chro-
matography, HPLC) et une électrophorèse sur gel de polyacrylamide en présence de dodécylsulfate
de sodium (Sodium Dodecyl Sulfate Polyacrylamide Gel Electrophoresis, SDS-PAGE) dont les dé-
tails sont donnés dans la thèse de Mohsen Dahesh [67].
La colonne de chromatographie est calibrée par des composés de masses connues permettant de
lier le temps d’élution à la masse molaire. La détection est faite à 214 nm. L’absorption de ce rayon-
nement est principalement due aux liaisons amides. Cette détection présente l’avantage d’être très
peu sensible au type de protéine puisque les liaisons amides sont présentes entre chaque acide aminé.
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Fig. 2.23: Densité optique de l’isolat de gliadines en fonction de la masse molaire à 214 nm. La zone a) cor-
respond à la distribution des masses molaires des gluténines, la zone b) correspond aux gliadines et
la zone c) aux globulines et albumines.
La figure 2.23 montre la distribution des masses molaires présentes dans l’isolat de blé. Par rap-
port d’aires sous la courbe on peut déterminer la composition de l’isolat qui est composé à 9 % en
gluténines (zone a), 84 % en gliadines (zone b) et 7 % en globulines et albumines (zone c). La masse
molaire moyenne en masse, de la zone correspondant aux gliadines est 33.3 kDa, on estime la masse
molaire de l’isolat protéique à 35 kDa [70, 72]. Dans les 84 % de gliadines, 71 % de gliadines α/β ,
γ et 13 % de gliadines ωsont présentes [67].
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2.2.2.3 Propriétés optiques de l’isolat en solution
Pour modéliser un film interfacial issu de données ellipsométriques il est nécessaire de mesurer
l’indice de réfraction des solutions utilisées. On obtient l’indice de réfraction de l’isolat protéique nP
par extrapolation de l’indice de réfraction au carré de la solution de fraction volumique φ à φ → 1
(section 2.1.1). L’indice de réfraction est déterminé dans un solvant d’acide acétique à 50 mM (pH
3.0) pour des fractions volumiques en protéiques φ comprises entre 0 et 0.035. L’ajustement linéaire
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Fig. 2.24: Carré de l’indice de réfraction en fonction de la fraction volumique en gliadines dans le solvant
acétique (pH 3.0). Ajusté (trait plein) et extrapoler à φ = 1 (pointillés).
de n2 en fonction de φ a pour pente
∆n2
∆φ
= 0.599. Par extrapolation à une fraction volumique φ = 1
on trouve que l’indice de réfraction de l’isolat est ngli = 1.541, en accord avec la littérature [169].
2.2.3 Globulines et albumines de tournesol
2.2.3.1 Purification de l’isolat et préparation des solutions
Les globulines et albumines de tournesol sont extraites au Laboratoire Réactions et Génie des
Procédés (LRGP, Romain Kapel, Odile Messieres) à partir de tourteaux de tournesol industriel.
L’extraction des protéines de tournesol a été réalisée à l’aide d’un réacteur agité d’un litre à 400
rpm. Les quantités appropriées de tourteau et d’eau osmosée ont été ajoutées afin de respecter un ratio
de 1/9 w/w (solide/liquide). L’ensemble a été mélangé à température ambiante, pendant 30 min, à pH
7 et en présence de NaCl à 1 M. Une solution de NaOH 1 M a été utilisée pour ajuster et maintenir le
pH à 7.
La séparation solide-liquide a été effectuée par centrifugation (Thermoscientific Lynx 6000 centri-
fuge) à 15000× g et à température ambiante pendant 30 min. La phase aqueuse a été filtrée sur des
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filtres plissés en cellulose (Fisherbrand). Au cours de cette étape, les albumines et globulines de tour-
nesol ont été extraites ainsi que les autres composés hydrolsolubles (composés phénoliques libres,
oses, osides, acides aminés et peptides libres. . . ).
Ces composés ont été éliminés par un procédé de purification par ultrafiltration. Ce procédé débute
par une étape de diafiltration sur un pilote d’ultrafiltration Akta flux 6 (GE Healthcare Life Science)
et d’une membrane Millipore de 3 kDa et 0.1 m2 de surface (Pellicon 2 mini, P2PLBCV01). La
pression transmembranaire a été réglée à 1.75 bar et le débit d’alimentation à 1 L/min. 7 diavolumes
(DV) ont été réalisés avec de l’eau ultra pure à 0.5 M de NaCl suivis de 3 DV avec de l’eau ultra pure
et à pH 10. L’extrait purifié a été stocké à - 80◦C avant d’être lyophilisé (Shanghai Pharmaceutical
Machinery Co., LTD type GZL-0.5)
Les deux lots d’isolat de tournesol nous sont fournis par le LRGP avec ce protocole d’extraction.
La méthode Kjeldhal [170] a été utilisée pour déterminer la pureté en protéines des deux lots. Le lot
1 est pur à 85 % en protéines, les 15 % restants correspondent aux fibres cellulosiques (5 - 10 %),
aux polyphénols, avec des traces de NaCl, de NaOH et d’eau. Ce lot a été utilisé pour toute l’étude
concernant les protéines de tournesol. Le lot 2 est pur à 91 % en protéines, contient 9 % d’eau et
les traces de composés phénoliques représentent moins de 1 %. Ce lot a été utilisé pour l’étude en
volume.
Le choix du solvant est, comme pour les gliadines, obtenu suivant plusieurs contraintes :
- Permettre la solubilisation d’une grande part de l’isolat.
- Garder une tension de surface proche de celle de l’eau.
L’isolat de tournesol est mélangé dans une solution d’hydroxyde de sodium à 0.1 mM (pH 10.0) sur
roue d’agitation pendant 1 à 5 min. La solution passe ensuite à travers un filtre en ester de cellulose
(CME 0.22 µm, Karl Roth). Afin d’améliorer la reproductibilité des mesures interfaciales, les so-
lutions utilisées pour ces mesures proviennent d’une solution mère à 10 g/L et sont ensuite diluées
jusqu’à la concentration voulue. Les solutions de plus fortes concentrations sont préparées avec une
solution mère à 100 g/L suivant le même protocole.
2.2.3.2 Composition protéique de l’isolat
Les mesures par chromatographie d’exclusion stérique en phase liquide à haute performance
(High Pressure Liquid Chromatography, HPLC) et l’électrophorèse sur gel de polyacrylamide en
présence de dodécylsulfate de sodium (SDS-PAGE) sont effectuées par le Laboratoire Réactions et
Génie des Procédés (LRGP, Romain Kapel, Odile Messieres). Pour effectuer la chromatographie
l’isolat est dispersé à 5 g/L dans une solution de composition identique à l’éluant :
- eau osmosée 55 % v/v
- acétonitrile 45 % v/v
- acide trifluoroacétique 0.1 % v/v
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La détection optique se fait aux longueurs d’onde λ=280 nm et λ=325 nm. L’absorption d’un
rayonnement à 280 nm est très élevée pour les protéines contenant des acides aminés ayant un noyau
aromatique tel que le tryptophane, la tyrosine et la phénylalanine. Les doubles liaisons carbones pré-
sentes dans ces acides aminés ont un fort coefficient d’absorbance à 280nm [171]. L’absorbance de
l’isolat peut être lié à la concentration en protéines lorsqu’elles sont le seul composé absorbant à cette
longueur d’onde. Les albumines de colza contiennent peu de tryptophanes ce qui contribue à limiter
le signal détecté.
La longueur d’onde λ = 325nm est principalement absorbée par les composés phénoliques libres
[172]. L’acide chlorogénique et caféique sont naturellement très présents dans la graine de tournesol,
lui donnant cette coloration noire [173].
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Fig. 2.25: a) Densité optique à 280 nm d’une solution l’isolat de tournesol pur à 85 % en fonction du temps
d’élution.
b) Electrophorèse des solutions A et B correspondant aux solutions récoltées aux temps d’élutions
des zones A et B du graphique (a) 2.25. les valeurs 10 µL, 5 µL, 2.5 µL correspondent aux volumes
de solution utilisés.
La figure 2.25 (a) montre l’HPLC obtenue avec l’isolat de tournesol pur à 85 % sondé à λ = 280
nm (tryptophane des protéines principalement). Les temps d’élutions des zones A et B correspondent
aux temps pour lesquels les solutions A et B sont récupérées pour les mesures de SDS-PAGE (fig.
2.25 (b)). Les traits en pointillés correspondent aux limites des pics correspondant aux globulines
et aux albumines. Par rapport d’aires et connaissant la pureté totale en protéines on peut estimer la
proportion en globulines et albumines présentes dans l’isolat. Puisque les deux pics se recouvrent
légèrement, les rapports d’aires ne donnent qu’une estimation. Pour le lot 1, l’aire correspondant aux
globulines est considérée sous la courbe aux temps d’élutions tel = 8.33 min jusque tel =10.34 min
et l’aire correspondant aux albumines est considérée sous la courbe aux temps d’élutions tel = 10.34
min jusque tel =14.60 min. L’isolat pur à 85 % est composé à 68 % en globulines et 17 % en albu-
mines.
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Pour confirmer que les pics correspondent aux globulines et albumines de tournesol une mesure
de SDS-PAGE est effectuée (fig. 2.25 (b)). La zone A contient des composés de masses molaires
qui, d’après la litterature correspondent aux globulines. La masse molaire à 50 kDa correspond au
monomère de la globuline de tournesol qui est hexamérique à l’état natif soit 300 kDa, le composé
à 37 kDa correspond à la chaîne acide du monomère, le composé à 26 kDa correspond à la chaîne
basique du monomère [94, 98, 174]. La zone B contient des composés de masses molaires de 14 à 16
kDa qui d’après la litterature correspondent aux albumines de tournesol [100, 175, 176].
Afin d’estimer le rapport des composés accrochés et libres, une mesure à 325 nm est effectuée
pour les deux lot d’isolats de tournesol. Les composés phénoliques accrochés aux protéines et les
composés phénoliques libres n’ont pas exactement le même coefficient d’extinction molaire. De plus,
le coefficient d’extinction molaire obtenu varie selon la méthode utilisée [172, 177]. le résultat des
rapports d’aires est donc une simple estimation puisque nous considérons un coefficient d’extinction
molaire constant pour les composés phénoliques accrochés et libres. La figure 2.26 montre l’HPLC
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Fig. 2.26: Densité optique à 280 et 325 nm en fonction du temps d’élution.
obtenue avec l’isolat de tournesol pur à 85 % en protéines. L’aire correspondant aux composés phé-
noliques accrochés est considérée sous la courbe aux temps d’élutions compris entre tel = 8.04 min et
tel =14.76 min. L’aire correspondant aux composés phénoliques libres est considérée sous la courbe
aux temps d’élutions compris entre tel = 14.76 min et tel =21.42 min. Le lot 1 comprend 86 % de
composés phénoliques accrochés et 14 % de composés phénoliques libres.
2.2.3.3 Propriétés optiques de l’isolat en solution
L’indice de réfraction de l’isolat est déterminé dans une solution d’hydroxyde de sodium à 0.1
mM (pH 10.0) pour des fractions volumiques en protéines φ comprises entre 0 et 0.075 (section
2.1.1).
La figure 2.27 montre le carré de l’indice de réfraction en fonction de la fraction volumique en
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Fig. 2.27: Carré de l’indice de réfraction en fonction de la fraction volumique en isolat à 85 % dans une solution
d’hydroxyde de sodium à 0.1 mM.
protéines φ . L’ajustement linéaire de n2 (φ ) a pour pente
∆n2
∆φ
= 0.481. Par extrapolation à la fraction
volumique φ = 1 on trouve que l’indice de réfraction de l’isolat est nglob = 1.503, cela est en accord
avec la littérature [178].
2.2.4 Albumines de colza
2.2.4.1 Purification de l’isolat et préparation des solutions
Les albumines de colza sont extraites au Laboratoire Réactions et Génie des Procédés (LRGP,
Romain Kapel, Mélody Basselin) à partir de tourteaux de colza industriel.
L’extraction des protéines de colza a été effectuée à pH 2, à température ambiante. Les quantités
appropriées de tourteau et d’eau osmosée ont été ajoutées afin de respecter un ratio de 1/9 (w/w,
solide/liquide). Une solution de HCl à 1 M a été utilisée pour ajuster et maintenir le pH à 2. Après
60 min, la séparation solide-liquide est effectuée par centrifugation à 15000× g pendant 15 min. La
phase aqueuse a été filtrée sur un papier filtre en cellulose (Fisher Scientific, Pittsburgh, Pennsylvanie,
Etats Unis). La phase aqueuse est ensuite clarifiée par microfiltration avec une membrane de surface
55 cm2 et une taille de pore de 0.22 µm (Pellicon XL menbrane, Millpore, Burlington, Massachu-
setts, Etats Unis). Le système de microfiltration (Cogent µScale tangential filtration system) provient
aussi de Millpore. Un facteur de réduction du volume de 10 a été utilisé. Après microfiltration, l’ex-
trait obtenu est purifié sur un pilote d’ultrafiltration Akta flux 6 (GE Healthcare, Chicago, Illinois,
Etats Unis) avec une cartouche à fibres creuses de surface 4800 cm2 et de taille de pores 3 kDa. La
pression transmembranaire a été réglée à 1.5 bar et le débit d’alimentation à 2 L/min, à température
ambiante. 5 diavolumes (DV) ont été extraits avec de l’eau salée à 0.5 M de NaCl en maintenant le
pH à 2 avec une solution de HCl à 1 M. 4 DV sont extraits avec de l’eau ultra pure.
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L’extrait purifié est lyophilisé (Shanghai Pharmaceutical Machinery Co., LTD type GZL-0.5). Ce
protocole a été effectué pour le lot à 100 % d’albumines. Pour le lot à 72 % le protocole est simialire
mais présente les principales variations suivantes : avant la microfiltration un traitement à 50◦C a été
effectué et la diafiltration a été effectuée avec de l’eau sous haute pression.
La méthode Kjeldhal [170] a été utilisée pour déterminer la pureté en protéines des deux lots
reçus, le premier lot reçu est pur à 72 % en albumines et composé de 10 à 15 % en acide phytique,
5 à 10 % en fibres cellulosiques, 5 % en eau et une faible proportion en composés phénoliques. Le
deuxième lot reçu est proche de 100 % de pureté en albumines. le lot à 72 % a été utilisé pour le
criblage de conditions physico-chimique permettant la gélification. Les deux lots sont utilisés pour
les mesures en tensiométrie.
Pour garder une bonne solubilité avec le lot 1 on choisit de travailler à pH basique. L’acide
phytique présent dans le lot 1 acidifie l’eau, donc l’ajout de NaOH en excès est nécessaire pour obtenir
le pH souhaité. Pour les mesures en tensiométrie, une solution mère est produite à 10 g/L dans un
solvant d’hydroxyde de sodium à 19 mM afin d’obtenir une solution à pH 10.0. La solution mère est
filtrée par un filtre en ester de cellulose (CME 0.22 µm) puis diluée dans une solution d’hydroxyde
de sodium à 0.1 mM (pH 10.0) pour atteindre les concentrations souhaitées. Une solution mère est
préparée avec l’isolat du lot 2 (pureté proche de 100 %) à 10 g/L dans un solvant d’hydroxyde de
sodium à 0.1 mM (pH 10.0).
2.2.4.2 Composition protéique de l’isolat
Les mesures par chromatographie d’exclusion stérique en phase liquide à haute performance
(High Pressure Liquid Chromatography, HPLC) sont effectuées par le Laboratoire Réactions et Génie
des Procédés (LRGP, Romain Kapel, Mélody Basselin). Pour effectuer la chromatographie l’isolat
est dispersé à 5 g/L dans une solution à pH 9.0 puis est mélangé à l’éluant :
- eau osmosée 55 % v/v
- acétonitrile 45 % v/v
- acide trifluoroacétique 0.1 % v/v
L’acide sinapique est le composé phénolique le plus présent dans le colza [112, 113], lui donnant une
coloration jaunâtre.
La figure 2.28 montre les HPLC obtenus avec l’isolat de colza à 72 %. A 214nm, en a) le pic corres-
pond aux globulines de colza, en b) les pics correspondent aux albumines. A 325 nm, en a) et b) les
pics correspondent aux composés phénoliques accrochés aux protéines, en c) les pics correspondent
aux composés phénoliques libres. En calculant le rapport d’aires sous les courbes correspondant aux
différents composés et connaissant la pureté totale en protéines on peut estimer la proportion en glo-
bulines et albumines présentes dans l’isolat et visible à 214 nm. L’aire sous la courbe correspondant
aux globulines est considérée aux temps d’élutions tel = 8.43 min jusque tel =9.68 min et l’aire cor-
respondant aux albumines est considérée aux temps d’élutions tel = 9.68 min jusque tel =16.47 min.
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aux composés phénoliques libres.
L’isolat à 72 % contient 4 % de globulines et 68 % d’albumines. L’aire sous la courbe correspon-
dant aux composés phénoliques accrochés est considérée aux temps d’élutions tel = 8.43 min jusque
tel =16.47 min et l’aire correspondant aux composés phénoliques libres est considérée sous la courbe
aux temps d’élutions tel = 16.47 min jusque tel =24.47 min. L’isolat à 72 % comprend 65 % de
composés phénoliques accrochés et 35 % de composés phénoliques libres.

3. SOLUBILITÉ, PROPRIÉTÉS EN SOLUTION ET GÉLIFICATION
Le projet de texturation d’huile par protéines végétales a pour ambition de combiner les propriétés
fonctionnelles gélifiantes et émulsifiantes des protéines de tournesol et de colza. L’isolat de blé ne
faisait pas partie des protéines d’intérêt mais a été étudié dans l’attente de la disponibilité des isolats
de tournesol et de colza. C’est pourquoi une caractérisation plus succincte de cet isolat, déjà bien
connu dans l’équipe, a été effectuée. Ce chapitre est dédié au propriétés des protéines en solution.
Dans un premier temps, on s’intéresse à la solubilité, aux rayons hydrodynamiques des composés
en solution et aux températures de dénaturation des protéines d’intérêt. Dans un deuxième temps,
on se focalise sur un criblage des conditions physico-chimiques (pH et force ionique) favorisant la
gélification par traitement thermique. Les propriétés rhéologiques de la solution d’isolat de tournesol
ont été caractérisées pendant le traitement thermique et les premières caractérisations des gels ainsi
formés sont présentés. Le criblage des conditions physico-chimiques pour la gélification de l’isolat
de colza a conduit à l’observation d’une séparation de phases liquide/liquide dont on a étudié la
pertinence en vue d’une purification supplémentaire de l’isolat.
3.1 Isolat de blé
Les rayons hydrodynamiques caractéristiques de l’isolat de blé en solution sont déterminés par
diffusion dynamique de la lumière (DLS, section 2.1.3). Un solvant d’acide acétique (50 mM, pH
3) est utilisé pour préparer une solution à 5 g/L d’isolat protéique. Les gliadines de blé ne sont pas
solubles dans l’eau pure et l’utilisation d’un solvant compatible avec l’industrie agro-alimentaire a
conduit au choix de ce solvant.
La figure 3.1 (a) présente les fonctions d’auto-corrélation g2(τ)−1 mesurées à différents angles et les
ajustements par une double exponentielle qui indique la coexistence de deux populations. La fonction
double exponentielle correspond à l’équation suivante :
g2(τ)−1 = B0+
(
Arapide exp−Γrapideτ+Alent exp−Γlentτ
)2
(3.1)
Où Arapide,lent et Γrapide,lent sont respectivement les amplitudes et les taux de décroissances des deux
populations rapides et lentes, B0 est la ligne de base, τ est le temps de retard.
Les taux de décroissance issus des ajustements sont présentés en fonction du vecteur d’onde q (fig.
3.1 (b)). Les incertitudes sur les taux de décroissance des populations lentes et rapides correspondent
à la déviation standard donnée lors de l’ajustement des courbes. On moyenne l’incertitude relative
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Fig. 3.1: a)Fonction d’auto-corrélation en fonction du retard. Les points expérimentaux sont ajustés (traits
pleins) par une double exponentielle (eq. 2.15).
b) Taux de décroissance en fonction du vecteur de diffusion q. Les traits pleins correspondent aux
meilleurs ajustements en loi de puissance d’exposant 2.
des taux de décroissance à tous les angles, ce qui donne une incertitude relative de 3 % et 15 % pour
les taux de décroissance des populations lentes et rapides, respectivement. Les taux de décroissance
augmentent avec q en suivant une loi de puissance d’exposant 2, caractéristique de processus dif-
fusifs. Les préfacteurs des lois de puissances correspondent aux coefficients de diffusion des deux
populations (eq. 2.11) et ont pour valeurs Drapide = 45± 10 µm2/s et Dlent = 2.8± 0.2 µm2/s. Ces
coefficients de diffusion permettent de déterminer des rayons hydrodynamiques par la relation de
Stokes-Einstein (eq. 2.12). On obtient RH,rapide = 5±1 nm et RH,lent = 77±6 nm.
D’après la relation 2.16, en faisant l’hypothèse que les deux populations ont le même contraste
optique, on peut estimer le rapport en nombre des deux populations. On trouve
Nrapide
Nlent
= 5.5.105
suggérant une très large majorité de petits objets, de rayons hydrodynamique 5± 1 nm. Ce rayon
hydrodynamique est cohérent avec le rayon de giration des gliadines, 3 nm < Rg < 5 nm, obtenu par
mesure de diffusion des rayons X aux petits angles [179]. Les gros objets, sont probablement des
assemblages peu denses de gliadines et gluténines [70, 71]. Néanmoins, Pour la suite de l’étude, on
considère que les gros objets, très minoritaires, ont un rôle négligeable dans les propriétés interfa-
ciales de l’isolat.
Le rapport
Rg
RH
= 0.9± 0.4. Pour une sphère dure ce rapport est de 0.775, pour un polymère en
solvant θ ,
Rg
RH
= 1.2−1.3 [180]. On peut également assimiler le rapport Rg
RH
= 0.9±0.4 à une ellip-
soïde avec un rapport des demi axes de 1 à 6 [181]. Dans notre cas, les incertitudes expérimentales ne
permettent pas de discriminer l’une de ces possibilités. Dans la littérature les gliadines sont assimilés
à des ellipsoïdes avec un rapport des demi axes de 5 à 6 [179].
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3.2 Isolat de tournesol
Le Laboratoire Réactions et Génie des Procédés (LRGP, Romain Kapel, Odile Messieres) nous
a fournis deux lots d’isolat de tournesol. Dans la suite de cette partie, seul le premier lot reçu est
présenté. Le deuxième lot reçu a fait l’objet d’une caractérisation mentionné en annexe. Ces lots
ont été préparés avec le même protocole de purification (section 2.2.3.1). Le lot 1 contient 85 % de
protéines. Les 15 % restants impuretés sont des composés phénoliques, des composés cellulosiques,
du chlorure de sodium et de l’hydroxyde de sodium résiduel.
3.2.1 Solubilité
La solubilité en fonction du pH a été déterminée au LRGP par chromatographie en phase liquide
à haute pression (HPLC). L’isolat est dispersé dans de l’eau osmosée à 5g/L et l’ajustement du pH est
effectué par ajouts de petits volumes d’acide chlorhydrique et d’hydroxyde de sodium concentré. La
solution est agitée 20 min puis filtrée et mise dans l’éluant (voir section 2.2.3.2 pour la composition
de l’éluant).
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Fig. 3.2: a) Densité optique en fonction du temps d’élution à différents pH. La zone (1) correspond aux globu-
lines, la zone (2) correspond aux albumines.
b) Solubilité en fonction du pH. Le trait plein correspond à l’isolat total, les traits en pointillés corres-
pondent à la solubilité des globulines (carrés pleins) et des albumines (ronds vides).
La figure 3.2 (a) montre la densité optique mesuré à 280 nm en fonction du temps d’élutions de
solutions à différents pH. Les traits en pointillés représentent les zones où l’aire sous la courbe cor-
respond aux globulines (1) et aux albumines (2). Le pic correspondant aux globulines est maximal
à pH 10, diminue jusqu’à pH 5 puis croît à nouveau jusqu’à pH 2. Le pic correspondant aux albu-
mines est constant sur toute la gamme de pH étudiée avec une faible diminution autour de pH 5. On
peut déterminer quantitativement la solubilité de l’isolat total et évaluer la solubilité des globulines
et albumines par estimation des rapports d’aires correspondant aux globulines et aux albumines (fig.
3.2 (b)). L’incertitude absolu de mesure issu de la position de la ligne de base est estimé à ±5 % de
solubilité. L’aire sous la courbe obtenue à pH 10 est prise comme aire de référence (correspondant à
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100 % de solubilité). A pH 10, la solution d’isolat protéique est composée à 68 % de globulines et 17
% d’albumines.
La figure 3.2 (b) montre la solubilité de l’isolat total, des globulines et des albumines de tournesol
avec le pH. Le creux de solubilité pour les globulines est proche de pH 5 et correspond au point
isoélectrique (pI ' 5.5 [182]). Les albumines sont solubles sur toute la gamme avec un léger creux
à pH5 bien que le point iso-électrique soit évalué à pI' 8.8 [103]. Cela indique que la polarité des
albumines est suffisante pour les rendre solubles sur toute la gamme de pH.
La solubilité en fonction du pH est également déterminée par spectrométrie-UV (fig. 3.3). Les
mesures sont effectuées à 1 g/L dans des solutions tampons de force ionique 0.1 M aux pH 3 (tampon
acétate), 5 (tampon citrate), 7 (tampon phosphate), 8 (eau milliQ, l’isolat basifie l’eau (fig. 3.4)) et
10 (tampon carbonate). La figure 3.3 (a) montre les mesures d’absorbance aux différents pH. Le trait
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Fig. 3.3: a) Absorbance des solutions à différents pH (I = 0.1 M) en fonction de la longueur d’onde. Le trait
en pointillés montre la longueur d’onde à 280 nm à laquelle la solubilité est calculée.
b) Solubilité en fonction du pH, avec le pH ajusté par ajout de HCl et NaOH ainsi que dans des
solutions tampons I = 0.1 M.
vertical en pointillés symbolise la longueur d’onde 280 nm à laquelle l’absorbance est considérée
pour calculer la solubilité. A cette longueur d’onde, les doubles liaisons carbone des tryptophanes
présents dans les protéines ont une absorption maximale, ce qui permet de détecter une absorbance
liée à la quantité de protéines en solution.
La figure 3.3 (b) montre les mesures de solubilité obtenues avec les différents protocoles utilisés. Les
mesures concordent pour les deux protocoles.
La figure 3.4 montre le pH d’une solution protéique à différentes concentrations C dans l’eau
milliQ. L’isolat augmente le pH de l’eau jusqu’à un plateau à pH 9.5 pour C≥ 10 g/L. L’augmentation
de pH avec la concentration en isolat est une signature des traces du dernier solvant de purification
(hydroxyde de sodium) avant lyophilisation de l’isolat. Afin de garder le pH constant et une solubilité
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maximale, le solvant hydroxyde de sodium à 0.1 mM (pH 10) est choisi pour l’étude interfaciale et
pour l’étude des propriétés rhéologique de solutions de tournesol avec une rampe de température
imposée.
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Fig. 3.4: pH de l’eau milliQ en fonction de la concentration en isolat protéique.
3.2.2 Rayons hydrodynamiques
Les rayons hydrodynamiques caractéristiques de l’isolat de tournesol en solution sont déterminés
par diffusion dynamique de la lumière (DLS, section 2.1.3). Le solvant hydroxyde de sodium (0.1
mM, pH 10) est utilisé pour préparer une solution à 5 g/L d’isolat protéique en solution. Ce solvant
est choisi pour maximiser la solubilité de l’isolat. La figure 3.5 montre les fonctions d’autocorrélation
en fonction du retard, à l’angle de détection 80◦. Les points expérimentaux sont ajustés par une ex-
ponentielle simple (tirets, eq. 2.13), par la méthode des cumulants (pointillés, eq. 2.14) et une double
exponentielle (traits pleins, eq. 2.15). Seul la double exponentielle permet d’ajuster correctement les
données experimentales, cela indique que les solutions contiennent deux populations ayant un coef-
ficient de diffusion distinct.
La figure 3.6 montre les fonctions d’autocorrélation en fonction du retard, obtenues avec des solu-
tions d’isolat protéiques à 5 g/L (fig. 3.6 (a)) et 10 g/L (fig. 3.6 (b)). Les fonctions d’autocorrélation
sont mesurées à différents angles et ajustées par une double exponentielle (eq. 3.1).
La figure 3.7 montre les taux de décroissance obtenus par les ajustements précédents (fig. 3.6) en
fonction du vecteur de diffusion q. Les données obtenues avec les solutions à 5 et 10 g/L d’isolat
protéique en volume se superposent. Les préfacteurs des ajustements en loi de puissance q2 corres-
pondent aux coefficients de diffusion. On trouve Drapide = 35±5 µm2/s et Dlent = 2.8±0.4 µm2/s.
Cela correspond aux rayons hydrodynamiques suivants RH,rapide = 6± 1 nm et RH,lent = 77± 10
nm. Le rayon hydrodynamique obtenu pour la population rapide est dans l’ordre de grandeur de
ce qui est mentionné dans la littérature (RH,rapide = 10 nm pour un isolat de globulines de tour-
nesol dans l’eau [84]). D’après la relation 2.16, le rapport en nombre des deux populations est de
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Fig. 3.5: Fonction d’auto-corrélation en fonction du retard, mesuré à 80◦. Les points expérimentaux sont ajustés
par une exponentielle simple (tirets, eq. 2.13), avec la méthode des cumulants (pointillés, eq. 2.14) et
une double exponentielle (traits pleins, eq. 2.15).
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Nrapide
Nlent
' 106. La distribution des rayons hydrodynamiques est dominée par le nombre des objets de
rayon RH,rapide = 6±1. Ce rayon hydrodynamique est cohérent avec le rayon de giration des globu-
lines, Rg ' 5 nm, obtenu par SAXS [97]. Pour la suite de l’étude interfaciale, on considère que les
gros objets ne sont pas influant du fait de leur diffusion lente et de leur faible proportion en nombre
par rapport à la population rapide. De plus, la faible quantité d’albumines présent dans l’isolat de
tournesol ne permet pas de les détecter, puisque l’intensité diffusée évolue en R6 et les albumines de
tournesol sont plus petites que les globulines, d’après leur faible poids moléculaires et leur structure
rigide (10 à 18 kDa, 4 ponts disulfures intramoléculaires [99, 102]).
Le rapport
Rg
RH
= 0.8±0.1 correspond à une forme sphérique [181] ce qui est en accord avec la forme
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Fig. 3.7: Taux de décroissance Γ en fonction du vecteur d’onde q pour des solutions préparées à différentes
concentrations d’isolat protéique.
des globulines hexamériques, globulaires [97]. Le rayon hydrodynamique de la population lente est
un ordre de grandeur plus élevé que le rayon de giration des globulines, ce qui suppose un assemblage
protéine/protéines et/ou protéine/composés phénoliques. On rappelle que dans l’isolat utilisé, 86 %
des composés phénoliques totaux sont accrochés aux protéines. Le principal composé phénolique
retrouvé dans les isolats protéiques de tournesol est l’acide chlorogénique mais le détail des com-
posés phénoliques présent dans l’isolat n’est pas connu. Dans la littérature, d’après des mesures de
DLS d’une solution d’isolat protéique de tournesol, un rayon hydrodynamique de 10 nm est obtenu
alors qu’en présence du principal composé phénolique présent de l’isolat de tournesol, l’acide chlo-
rogénique, la même mesure montre deux rayons hydrodynamiques distincts (14nm et 100nm [84]).
Ces valeurs sont dans l’ordre de grandeur de nos mesures. Cela suggère que l’acide chlorogénique
participe à l’assemblage correspondant à la population lente RH,lent = 77±10 nm.
Pour la population lente, l’ajustement en loi de puissance d’exposant 2 est valable jusqu’à une valeur
limite ql = 1.3.107 m−1. On remarque que
1
ql
= 77 nm, ce qui correspond au rayon hydrodynamique
des populations lentes. La fenêtre d’observation dépend de l’inverse du vecteur d’onde de diffusion
1
q
. Lorsque la fenêtre d’observation est similaire à la taille des objets en solution les fluctuations
d’intensité dues aux mouvements internes à l’objet s’ajoutent aux fluctuations dues à la diffusion
translationelle de l’objet. Pour un polymère en bon solvant, le taux de décroissance s’ajuste en loi de
puissance d’exposant 3 [183] comme on peut l’observer (fig. 3.7). Cependant, les mesures correspon-
dant aux populations lentes, obtenues avec l’isoalt de blé, ne s’ajustent pas avec une loi de puissance
d’exposant 3. Cela indique que l’assemblage présent dans l’isolat de blé est suffisamment dense pour
être optiquement homogène. Par ailleurs, dans la littérature, on trouve que le rayon de giration des
gliadines γ en solvant acétique à 1 % (v/v, pH 3.3) est de 2.7 nm alors qu’il est de 3.8 nm en solvant
éthanol à 70 % (v/v). Cela indique que les gliadines γ sont en meilleur solvant dans l’éthanol que
dans l’acide acétique, ce qui est compatible avec un assemblage compacte en solvant acétique.
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Les mesures des coefficients de diffusion des isolats de blé et de tournesol donnent deux popula-
tions de rayons hydrodynamique similaires. Dans le cas des populations lentes, On peut suggérer que
cela est dû à lié à la filtration, identique pour les deux solutions (0.22 µm, filtre en ester de cellulose).
Dans le cas des populations rapides, on peut évaluer la masse volumique apparente des populations
rapides d’après leur rayon hydrodynamique et leur masse molaire de chaque espèces en solution. La
masse molaire des gliadines de blé est 35 kDa (fig. 2.23) et celle des globulines de tournesol sous
forme hexamérique est entre 300 et 350 kDa. On trouve pour l’isolat de blé ρ = 64 kg/m3 et pour
l’isolat de tournesol ρ = 550 kg/m3. D’après la littérature, la masse volumique de l’isolat de blé est
ρgli = 1320 kg/m3 [167] et pour l’isolat de tournesol ρglob = 1350 kg/m3 [168]. Puisque le volume
hydrodynamique contient de l’eau, on peut évaluer la fraction volumique d’eau dans le volume hy-
drodynamique des populations rapide des isolats de blé et de tournesol. Le volume hydrodynamique
de l’isolat de blé est composé à 95 % d’eau et l’isolat de tournesol à 59 % d’eau. Cela est compatible
avec la structure labile des gliadines [66] et la structure plus compacte des globulines de tournesol
hexamériques [97].
3.2.3 Températures de dénaturation
Les globulines de tournesol, comme les globulines d’une large variété de plantes [90], sont hexa-
mériques à l’état natif et ont la capacité de se dissocier avec l’augmentation de température. On
parlera ici de température de dissociation car cela inclut la perte de matière ce qui n’est pas le cas
de la dénaturation. Afin d’évaluer les températures de dénaturation pour le criblage des conditions
physico-chimiques de gélification, les températures de dissociation sont mesurées dans un solvant
tampon bistrispropane (BTP, pH 9, I = 0.1 M). Pour sonder la présence d’hexamère et de trimère non
dénaturé on effectue les mesures également dans un solvant hydroxyde de sodium (NaOH, pH 10,
I = 0.1 mM). Les mesures sont effectuées par microcalorimétrie (µDSC, section 2.1.2).
La figure 3.8 représente la différence de flux de chaleur ∆Q entre la référence et l’échantillon à 100
g/L en fonction de la température. La variabilité des mesures de ∆Q est due à la différence de masse
entre la référence et l’échantillon. Pour le calcul des aires, l’incertitude relative est estimée à 10 %
d’après le placement de la ligne de base. Dans le solvant tampon BTP (pH 9, I = 0.1 M), on observe
deux pics endothermiques. Un pic avec un minimum à 70◦C et un pic plus abrupt, avec un minimum
à 94◦C. Dans le solvant NaOH (I=0.1mM à pH 10), on observe uniquement un pic endothermique
avec un minimum à 95◦C. L’intégration des courbes de flux de chaleur par le temps permet d’évaluer
la quantité de chaleur absorbée par l’échantillon lors des processus de dissociation des protéines. On
trouve ∆H1 = 1.3± 0.2 J/g de protéines, ∆H2 = 9± 1 J/g de protéines et ∆H3 = 6.4± 0.7 J/g de
protéines.
Le pic à 70◦C observé dans le solvant BTP (pH 9, I = 0.1 M) correspond à la dissociation de la
forme trimérique (7S) en monomères dénaturés (2S), d’après la littérature [93]. alors que les pics à
94◦C (BTP, pH 9, I = 0.1 M) et 95◦C (NaOH, pH 10, I = 0.1 mM) correspondent à la dissociation
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Fig. 3.8: Variation du flux de chaleur ∆Q en fonction de la température, pour une solution à 100 g/L, dans
un solvant BTP (pH 9, I = 0.1 M, trait plein) et dans un solvant NaOH (pH 10, I = 0.1 mM, trait
hachuré).
de la forme hexamérique (11S) en monomères dénaturés (2S) [81]. La faible quantité d’albumines
de tournesol présentes dans l’isolat ne permet pas d’observer un pic au voisinage de leur température
de dénaturation proche de 110◦C. L’enthalpie de dissociation des hexamères dans la littérature a été
trouvé à 1.7± 0.2 J/g de protéines [93] et 12 J/g de protéines [3], dans un tampon borate de pH et
force ionique respectives pH 8.5, I = 0.01 M et pH 10, I = 0.05 M. Cela montre que pour une faible
variation de pH et de force ionique l’enthalpie de réaction varie fortement. De plus on peut suggérer
l’impact de la méthode de purification plus ou moins dénaturante qui va modifier la proportion de
protéines non dénaturées.
Ces mesures ont confirmé la dissociations des protéines de tournesol à partir de 90◦C en solvant
tampon bistrispropane. On effectuera donc le criblage à cette température de chauffe. De plus, on a pu
constater la présence de globulines hexamériques non dissociés et l’absence de trimère non dissocié
dans la solution protéique avec NaOH à pH 10, qui sera utilisée pour l’étude interfaciale, l’étude des
propriétés rhéologique d’une solution avec rampes de température imposées et qui a été utilisée pour
les mesures de diffusion dynamique de la lumière.
3.2.4 Gélification induite par traitement thermique
3.2.4.1 Criblage des conditions physico-chimiques
Afin de déterminer des conditions physico-chimiques requises pour gélifier les solutions pro-
téiques d’isolat de tournesol, on utilise les solvants tampons citrate (pH 3), acétate (pH 5), phosphate
(pH 7) et bistrispropane (pH 9) pour préparer des échantillons à 100 g/L. La force ionique des sol-
vants tampons est I = 0.1 M, on ajoute du NaCl à ces solvants tampons pour obtenir I = 0.2,0.5 et
1 M. D’après les résultats obtenus par µDSC et la littérature, un chauffage à 90◦C est suffisant pour
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dénaturer les protéines de tournesol. On choisit donc de chauffer les échantillons à 90◦C pendant 1 h
afin d’induire une éventuelle gélification des solutions.
Fig. 3.9: Images des échantillons d’isolat protéique à 100 g/L dans différentes solutions tampons, citrate (pH
3), acétate (pH 5), phosphate (pH 7) et bistrispropane (pH 9), et à différentes forces ioniques I = 0.1,
0.2, 0.5 et 1 M.
Fig. 3.10: Image des échantillons d’isolat protéique montré à la figure 3.9, après traitement thermique à 90◦C
pendant 1 h.
La figure 3.9 montre l’aspect des différents échantillons, en fonction du pH et de la force ionique.
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Pour les solutions à pH 7 et 9 la solution est marron foncée mais reste transparente sans effet de la
force ionique dans la gamme observée. Dans le solvant tampon acétate (pH 5), l’isolat se disperse en
rendant la solution turbide mais la turbidité diminue avec l’augmentation de la force ionique. Dans
le solvant tampon citrate (pH 3), l’isolat ne se disperse pas et s’agrège, sans variation visible avec la
force ionique. La coloration dans le solvant tampon citrate est très faible par rapport à la coloration
des autres solutions. Cette faible coloration est probablement due à la protonation des polyphénols.
D’une manière générale, l’acide chlorogénique (pKa = 2.7) est le composé phénolique majoritaire-
ment présent dans les isolats de tournesol mais dans notre cas, le détail de la composition phénolique
dans l’isolat n’est pas connu. La turbidité des échantillons est en accord avec la solubilité des globu-
lines, plus solubles à pH basique et force ionique élevée. La figure 3.10 montre l’aspect des solutions
après traitement thermique à 90◦C pendant 1 h. Les solutions ont toutes gélifié, excepté l’isolat non
dispersé dans le tampon citrate.
Le cliché de microscopie optique d’un gel (fig. 3.11) issu d’une solution à 100 g/L dans le solvant
tampon BTP (pH 9, I = 0.1 M) montre une structure d’agrégats dont la taille caractéristique est de
l’ordre du µm.
Fig. 3.11: Cliché de microscopie optique d’un gel formé à partir d’une solution à 100 g/L dans le solvant
tampon BTP (pH 9, I = 0.1 M).
Qualitativement, on observe que les gels sont plus friables à force ionique croissante et à pH acide.
Lorsque l’on casse le gel avec une aiguille, on remarque un relargage de solvant. Le gel résistant
le plus à l’enfoncement de l’aiguille est obtenu dans le tampon bistrispropane (I = 0.1M, pH = 9)
sans ajout de NaCl. Par la suite, on utilise ce solvant pour évaluer la concentration de gélification
minimale et le module de compression du gel.
La concentration critique de gélification est évaluée en retournant les échantillons après traitement
thermique. Le relargage de solution lorsque l’échantillon est retourné après traitement thermique
indique que la concentration minimale de gélification n’est pas atteinte. On effectue des solutions
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d’isolat à 10, 40 et 70 g/L dans le solvant BTP (pH 9, I = 0.1 M). Après le traitement thermique, les
contenants sont retournés (fig. 3.12). L’échantillon à 10 g/L a relargué du solvant en étant retourné,
contrairement aux échantillons préparés à plus forte concentration d’isolat. La concentration critique
de gélification apparaît dans l’intervalle C =]10,40] g/L. Pour évaluer la compressibilité des gels
issus des solutions de concentrations 40, 70 et 100 g/L, on mesure le volume de gel avant et après
centrifugation à 1700g pendant 30min, (fig. 3.13).
Fig. 3.12: Observation des solutions d’isolat protéique à concentration variable avant (gauche) et après (droite)
1 h dans une étuve à 90◦C. (Solvant bistrispropane, pH 9, I = 0.1 M)
Fig. 3.13: Image d’un gel d’isolat protéique avant et après compression à 1700 g. Les hauteurs H0 et H f est
utilisée pour estimer les volumes de gel V0 avant et Vf après compression.
On observe (fig.3.13) qu’après centrifugation, le volume de gel a diminué et du solvant a été exudé.
En supposant que la solution exudée ne contient pas de protéines, la concentration du gel compressé
est de 300±30 g/L d’isolat pour les trois gels initialement concentrés à 40, 70 et 100 g/L. Pour une
solution d’isolat protéique de tournesol à 100 g/L, dans un solvant tampon phosphate à pH 7.6, après
chauffage à 98◦C puis refroidissement à 20◦C, G′ = 500 Pa [81].
L’évaluation des modules de cisaillements élastiques et visqueux, de l’isolat présenté ici, permettra
d’étudier plus précisément les propriétés rhéologiques du gel ainsi formé.
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3.2.4.2 Caractérisation rhéologique
Afin de maximiser la solubilité de l’isolat de tournesol pour la caractérisation des propriétés
rhéologiques en fonction de la température, on utilise le solvant NaOH (pH 10, I = 0.1 mM) pour
préparer des solutions de concentrations variables. Un rhéomètre en contrainte imposée est utilisé
avec la géométrie plan-plan striée afin d’éviter le glissement. On charge l’échantillon à température
ambiante sur le support puis l’entrefer est fixée à 1 mm de la surface. Afin d’éviter l’évaporation
de la solution lors de la montée en température, la solution est entourée par un bain d’huile silicone
allant jusqu’au contact de la géométrie. Pour éviter un effet de glissement due à la rétractation de
l’échantillon, l’entrefer varie de manière à garder une force normale nulle (0.0±0.4 N). Les mesures
des modules élastiques G′ et visqueux G′′ sont effectuées avec une fréquence d’oscillation de 1 Hz
et une amplitude de déformation de 0.01 %. La rampe de température imposée est la suivante : la
solution est chauffée jusqu’à 90◦C avec une rampe à 5◦C/min puis un plateau de température est
maintenu pendant une durée qui permet de produire un gel avec des modules G′ et G′′ stables. La
température diminue ensuite de 2◦C/min jusqu’à atteindre 20◦C, puis les mesures continuent à cette
température pendant 1 h.
Pour évaluer le temps nécessaire de chauffe à 90◦C, les mesures des modules élastiques et vis-
queux sont effectuées avec une solution à 50 g/L. Le palier à 90◦C est maintenu pendant 1 et 12h
(fig. 3.14).
L’entrefer est constant pendant toute la durée de l’expérimentation. A partir de 600 s, à 57◦C, G′>G′′
donc le gel se forme. Au bout de 1 h à 90◦C, G′ = 9±3 Pa et G′′ = 0.6±0.2 Pa et au bout de 12 h à
90◦C, G′ = 10 Pa et G′′ = 0.5 Pa. On considère donc que les modules élastiques G′ et visqueux G′′
deviennent constants au bout de 1 h de temps de chauffe à 90◦C. On utilise donc ce plateau de 1 h à
90◦C pour la suite des mesures. Lors du refroidissement au bout de 1 h les modules augmentent puis
deviennent stable à température ambiante, G′ = 47 Pa et G′′ = 7 Pa. Au bout de 12 h, les résultats
avec la baisse de température ne sont pas disponibles à cause d’un problème informatique dû à la
durée de l’expérience et il n’apparaissait pas utile de recommencer l’expérience.
Les modules élastiques G′ et visqueux G′′ des solutions à 50, 100 et 300 g/L ont été mesurés avec le
même protocole que pour les résultats présentés à la figure 3.14 avec un palier de 1 h à 90◦C.
La figure 3.15 montre la température et la hauteur de l’entrefer (a) ainsi que les modules élastiques G′
et visqueux G′′ (b) en fonction du temps, à différentes concentrations d’isolat protéique en solution.
Le temps t = 0 s correspond au démarrage de l’augmentation e température, à partir de 20◦C. Les
temps de début de la gélification (G′ > G′′) sont respectivement t = 300 s à 42◦C pour la solution
à 300 g/L et pour les solutions à 100 g/L et 50 g/L t = 700 s à 75◦C. Pour les solutions à 300 g/L
et 100 g/L G′ et G′′ augmentent sans devenir stables à la fin du palier de 1 h à 90◦C contrairement
à la solution à 50 g/L. Après le refroidissement jusqu’à température ambiante, G′ et G′′ sont stables
et ont pour valeurs G′ = 912, 300 et 48 Pa et G′′ = 96, 37 et 7 Pa pour les solutions à 300 g/L, 100
g/L et 50 g/L (fig. 3.15 (c)). Pendant et après le refroidissement, l’entrefer diminue et se stabilise
à 88 % et 93 % de sa valeur initiale pour les concentrations à 300 g/L et 100 g/L. L’entrefer reste
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Fig. 3.14: a) Température (traits en pointillés) et entrefer à force normale constante (traits pleins) en fonction
du temps.
b) Modules élastiques (symboles pleins) et visqueux (symboles vides) en fonction du temps (γ =
0.01 %, f = 1 Hz).
constant à 1 mm pour la solution à 50 g/L pour toute la durée de l’expérience. La rétractation du gel
et l’augmentation du module élastique avec le refroidissement suggèrent le renforcement d’un gel
physique par des interactions non covalentes comme les ponts hydrogènes et les interactions de van
der Waals comme on peut le lire dans la littérature (gélification de protéines de tournesol [4] et de
protéines du lait [184]).
Immédiatemant après les mesures de G′ et G′′ en fonction du temps, les modules élastiques et
visqueux ont été mesurés, à déformation constante (γ=0.01 %) en faisant varier la fréquence des os-
cillations, de 0.01 Hz à 100 Hz (fig. 3.16 (a)). Puis G′ et G′′ ont été mesurés, à fréquence constante
( f = 1 Hz), en faisant varier la déformation de 10−4 % à 103 % (fig. 3.16 (b)). Les modules élastiques
et visqueux augmentent légèrement avec la fréquence d’oscillation (fig. 3.16 (a)). Pour les concentra-
tions C = 50 et 100 g/L, G′ et G′′ sont parallèles et suivent une loi de puissance f p où p= 0.10±0.03
excepté pour le module visqueux de la solution 300 g/L. L’évolution de G′ et G′′ avec la fréquence
montrent que le gel n’a pas de temps caractéristique de relaxation entre 100 et 10 s.
D’après les mesures de G′ et G′′ en fonction de la déformation (fig. 3.16 (b)), il existe un domaine
linéaire où G′ et G′′ sont indépendant de la déformation imposée. Au delà d’une déformation cri-
tique γc, G′ et G′′ chutent brutalement et G′ devient inférieur à G′′ indiquant la cassure. On considère
que γc correspond à une diminution de G′ de 50 % de sa valeur dans le domaine linéaire, présenté à
la figure 3.15 (c). γc = 160 % pour la solution à 300 g/L et 93 % pour les solutions à 100 g/L et 50 g/L.
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Fig. 3.16: Modules élastiques (symboles pleins) et visqueux (symboles vides) en fonction de la fréquence (a)
et de la déformation (b). Les traits pleins correspondent aux ajustements en loi de puissance.
Le criblage des conditions physico-chimiques de gélification a montré une gélification possible
de l’isolat de tournesol pour des pH de 5 à 10 avec des forces ioniques de 0.1 à 1 M. La gélification
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est totale à partir de 40 g/L d’isolat initialement solubilisé dans un solvant BTP (pH 9, I = 0.1 M).
Sous compression à 1700 g, la matrice gélifiée exude jusqu’à atteindre une concentration de 300
g/L alors qu’elle était dans une gamme de concentration de 40 à 100 g/L avant compression. Dans la
littérature, pour une solution d’isolat protéique de tournesol préparé à 100 g/L dans un solvant tampon
à pH 7.6 et I = 0.2 M, le module élastique du gel de protéines de tournesol refroidi à température
ambiante est G′ = 500 Pa [81], ce qui correspond à nos mesures où G′ = 300 Pa. Dans les même
conditions physico-chimiques, à la même concentration d’isolat de soja, G′ = 5000 Pa [185]. Cela
montre les faibles propriétés gélifiantes des protéines de tournesol devant celles de protéines utilisées
commercialement.
3.3 Isolat de colza
Le Laboratoire Réactions et Génie des Procédés (LRGP, Romain Kapel, Mélody Basselin) nous
a fournis deux lots d’isolat de colza. Le lot 1 contient 72 % d’albumines de colza. les 28 % restants
sont de l’acide phytique (10 à 15 %), des composés phénoliques et des composés cellulosique. Le lot
2 est composé à 100 % en albumines. Le lot 1 a été utilisé pour le criblage des conditions physico-
chimiques de gélification et l’étude des propriétés interfaciales alors que le lot 2 n’a été utilisé que
pour les propriétés interfaciales à cause d’une quantité disponible très limitée (' 10 g).
3.3.1 Solubilité
Pour évaluer l’acidité du lot 1 en solution, on mesure le pH d’un volume connu d’eau auquel on
ajoute de petits volume d’une solution protéique de colza (lot 1) concentrée à 100 g/L. Le pH est
mesuré après chaque ajout (fig. 3.17). Le pH de l’eau diminue avec la concentration en solution du
lot 1 C jusqu’à atteindre un palier à 3.6 pour C ≥ 20 g/L. La baisse de pH, liée à l’ajout d’isolat est
probablement due à la présence d’acide phytique dans l’isolat (10 à 15 % w/w) dont le pKa le plus
acide vaut 1.9.
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Fig. 3.17: pH d’une solution de colza à différentes concentrations dans l’eau milliQ.
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Fig. 3.18: a) Évolution de la solubilité des deux lots de colza en fonction du pH. les carrés pleins correspondent
au lot 1 et les étoiles vides correspondent au lot 2.
b)Image de solutions de colza à 1 g/L dans l’eau (pH 4) et dans l’hydroxyde de sodium à 4.7 mM
(pH 10).
La figure 3.18 (b) montre une solution à 1 g/L du lot 1 à pH 4 et pH 10. La solution est transparente
à pH basique et turbide à pH acide. La turbidité de la solution à pH acide montre une formation
d’agrégats. Ces agrégats sont probablement des assemblages protéiques. Leurs présence à pH acide
suggèrent une solubilité de l’isolat protéique (lot 1) plus basse qu’à pH basique qui est confirmé par
les résultats obtenus au LRGP par la méthode Kjeldhal (Mélody Basselin, Romain Kapel, fig. 3.18
(a)). Les mesures montrent pour le lot 1 un creux de solubilité à pH 5 et une solubilité maximale
pour le pH inférieur à 2 et supérieur à 7. Le lot 2, coomposé à 100 % en albumines, est quant à lui
soluble sur toute la gamme de pH (fig. 3.18 (a)). Les impuretés présent dans le lot 1 (acide phytique,
composés phénoliques) ont donc un rôle majeur dans la solubilité de l’isolat.
3.3.2 Rayons hydrodynamiques
Les rayons hydrodynamiques caractéristiques des isolats de colza en solution sont déterminés par
diffusion dynamique de la lumière (DLS, section 2.1.3). Un solvant NaOH est utilisé pour préparer
une solution à 10 g/L d’isolat protéique à pH 10 avec les lots 1 et 2. Le choix du solvant basique est
effectué pour maximiser la solubilité de l’isolat du lot 1 qui montre un creux de solubilité à pH acide.
La figure 3.19 montre les fonctions d’autocorrélation à l’angle de détection de 90◦ pour des solutions
à 10 g/L préparées avec les lots 1 (a) et 2 (b). Les données expérimentales sont ajustées par une ex-
ponentielle simple (traits et pointillés), par la méthode des cumulants (traits en pointillés) et par une
double exponentielle (traits pleins). Pour le lot 1 (a), le meilleur ajustement est obtenu avec la double
exponentielle qui indique la coexistence de deux populations en solutions. L’incertitude relative des
taux de décroissance est de 3 % pour les populations lentes et 15% pour les populations rapides.
Pour le lot 2 (b),le meilleur ajustement est obtenu avec la méthode des cumulants qui indique la pré-
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Fig. 3.20: Mesure de la fonction d’auto-corrélation en fonction du retard à différents angles. Les points expé-
rimentaux sont ajustés par la méthode des cumulants (traits en pointillés) pour le lot 1 (a) et par une
double exponentielle (traits pleins) avec le lot 2 (b).
sence d’un population avec une polydispersité. L’incertitude relative des temps caractéristiques de
décroissance, ajustés par les cumulants, est de 7%. La figure 3.20 montre les fonctions d’autocorré-
lation à différents angles de détection avec les lots 1 (a) et 2 (b).
Les taux de décroissance obtenus pour le lot 2 (fig. 3.21 (b)) sont ajustés par une loi de puissance
d’exposant 2, caractéristique d’une dynamique brownienne. Le préfacteur de la loi de puissance cor-
respond au coefficient de diffusion de la population présente (eq. 2.11) dans le lot 2. On trouve
D = 84±20 µm2/s avec un indice de polydispersité moyenné sur tous les angles qui est de 0.1. Cela
correspond à une population faiblement polydisperse. Le coefficient de diffusion permet d’évaluer
un rayon hydrodynamique pour les albumines de colza par la relation de Stokes-Einstein (eq. 2.12).
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Fig. 3.21: Taux de décroissance en fonction du vecteur de diffusion q pour les lot 1 (a) et 2 (b).
Les traits pleins correspondent aux meilleurs ajustements en loi de puissance d’exposant 2 et 3.
On obtient RH = 2.6±0.5 nm ce qui est en accord avec la litterature (D = 115 µm2/s, RH = 2.0 nm,
tampon phosphate pH 7, I = 148 mM [109]).
Pour le lot 1, Drapide = 26±6 µm2/s et Dlent = 2.7±0.3 µm2/s. Les rayons hydrodynamiques asso-
ciés sont RH,rapide = 8± 3 nm et RH,lent = 80± 10 nm. Le rayon hydrodynamique de la population
rapide est sensiblement plus grand que ce qui a été mesuré avec le lot 2 et assimilé aux albumines.
Le rayon hydrodynamique de la population lente est un ordre de grandeur supérieur au rayon hydro-
dynamique des albumines et n’est identifié que pour le lot 1. Cela indique que la population lente
apparaît en présence d’acide phytique, de composés phénoliques et cellulosique. L’acide phytique
interagit fortement avec les régions chargées positivement [186] car ses différents sites ionisables lui
permettent de ponter les protéines et favoriser ainsi les assemblage protéines/protéines.
Pour la population lente, l’ajustement en loi de puissance d’exposant 2 est valable jusqu’à une valeur
limite ql = 2,0× 107 m−1. On remarque que 1ql = 48 nm, ce qui est dans l’ordre de grandeur du
rayon hydrodynamique des populations lentes. Comme pour les assemblages trouvés avec l’isolat
de tournesol, les fluctuations d’intensité dues aux mouvements internes à l’objet s’ajoutent aux fluc-
tuations dues à la diffusion translationelle de l’objet. Pour un polymère en bon solvant, le taux de
décroissance s’ajuste en loi de puissance d’exposant 3 [183] comme on peut l’observer (fig. 3.7).
3.3.3 Température de dénaturation
Pour évaluer les températures de dénaturation des lots avec et sans acide phytique, on effectue
des mesures de microcalorimétrie sur l’isolat contenant 10 à 15 % d’acide phytique (lot 1) et l’iso-
lat exempt d’acide phytique (lot 2). La figure 3.22 montre la différence de flux de chaleur ∆Q en
fonction de la température pour le lot 1 (traits pleins) et le lot 2 (traits hachurés). La variabilité des
mesures de ∆Q est due à la différence de masse entre la référence et l’échantillon. Pour le calcul des
aires, l’incertitude relative est estimée à 10 % d’après le placement de la ligne de base. Les mesures
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Fig. 3.22: Différence de flux de chaleur ∆Q en fonction de la température. Les solutions sont préparées à 100
g/L avec le lot 1 (traits pleins) et le lot 2 (traits hachurés) dans un solvant hydroxyde de sodium.
obtenues avec le lot 2 montrent un pic endothermique dont le minimum est à 86◦C. L’intégration du
flux de chaleur par le temps donne ∆H2 = 8.7 J/g de protéines. Pour le lot 1, le pic endothermique a
son minimum à 99.3◦C et l’enthalpie de réaction vaut ∆H1 = 5.0 J/g de protéines. La température de
dénaturation des albumines purs (lot 2) est plus basse que celle des albumines avec acide phytique,
composés phénoliques et cellulosiques (lot 1). Cela suggère que l’acide phytique et/ou les composés
phénoliques stabilise la structure de l’état natif des albumines et modifie le changement de configura-
tion. L’enthalpie de dénaturation est plus élevée pour le lot pur en albumines. Cela montre que l’isolat
pur contient une plus grande quantité d’albumines non dénaturées.
Dans la littérature, la dénaturation des albumines est associée à un pic endothermique observé
généralement entre 106◦C et 120◦C [121]. Dans une solution tampon phosphate (pH 7.4, I = 0.01 M
), la température de dénaturation des albumines est de 110◦C et avec une enthalpie de dénaturation
∆H = 15.9 J/g [187]. Les valeurs des températures de dénaturation et d’enthalpies de dénaturation
trouvées dans la littérature sont plus hautes que les valeurs présentées ici. On a vu que la présence
d’impuretés peut faire varier la température de dénaturation, on peut donc supposer que les diffé-
rences mesurés entre l’expérimentation présentée dans ce manuscrit et la littérature sont liés aux
impuretés et plus largement à la méthode de purification qui agit fortement sur l’état de la protéine
purifiée. Lorsque la température de dénaturation est différente les processus de dénaturation sont
différents, il n’y a donc aucune raison pour que l’enthalpie de dénaturation soit la même.
3.3.4 Criblage des conditions physico-chimiques de gélification
Le criblage des conditions physico-chimiques de gélification de l’isolat de colza (lot 1) a été ef-
fectué de le même manière que pour l’isolat de tournesol. On utilise les solvants tampon citrate (pH
3), acétate (pH 5), phosphate (pH 7) et bistrispropane (pH 9) pour préparer des échantillons à 100
g/L. Les solvants tampons ont une force ionique de I = 0.1 M. On ajoute du NaCl au solvants tam-
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pons pour obtenir les forces ioniques I = 0.2,0.5 et 1 M. La figure fig.3.23 montre les échantillons
Fig. 3.23: Images des échantillons à 100 g/L dans des solutions tampon aux pH et forces ioniques indiquées sur
la figure, avant (a) et après (b) chauffage à 90◦C. Le cadre à pH 7 et I = 0.1 M indique l’échantillon
avec laquelle a été effectué le cliché microscopique de la figure suivante.
avant (a) et après (b) chauffage. Les solutions à pH 9 sont les plus noirs et les plus transparentes, sans
variation visible avec la force ionique. Cela suggère une meilleure absorption de lumière des poly-
phénols à pH 9 qui absorbe les longueurs d’onde du spectre visible avec un maximum d’absorption
entre 300 et 400 nm selon l’environnement [172, 177]. Les solutions à pH 5 et 7 apparaissent orangés
laiteux à cause de la turbidité, à force ionique de 0.1 M. Pour des forces ioniques supérieurs à 0.1
M les solutions à pH 5 et 7 sont marrons orangés avec une turbidité plus faible. Cela suggère une
solubilité plus basse à faible force ionique. Les solutions à pH 3 sont légèrement plus marrons avec
une faible turbidité, sans effet de la force ionique.
Après chauffage à 90◦C pendant 1 h, les solutions à pH 9 sont devenues plus claires, jaunâtre, avec un
précipité très visible pour une force ionique de 0.1 M et moins visible pour des forces ioniques plus
élevées. Ce précipité est également visible pour les solutions à pH 5 et 7 à la force ionique 0.1 M.
La coloration des autres solutions ne semble pas modifiée avec le traitement thermique. Lorsque l’on
"sonde" la solution avec une aiguille on observe pour les solutions à pH 9 au milieu de l’échantillon,
une zone gélifiée. Cette zone gélifiée est la plus volumineuse pour la force ionique I = 0.5 M.
Le criblage des conditions physico-chimiques pour la gélification des albumines de colza avec un
traitement thermique à 90◦C n’a pas produit de gélification homogène de l’échantillon. Cela est at-
tribué à la température de dénaturation des albumines à 99◦C, supérieure à la température de chauffe
où le criblage a été effectué.
Le cliché microscopique de la solution à 100 g/L (pH 7 et I = 0.1 M) montre des gouttes dans le
liquide. Cela met en évidence la séparation de phases liquide/liquide 3.24. Lors d’autres expérimen-
tations, cette séparation de phases a également été observée à pH 3 et I = 0.1 M.
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Fig. 3.24: Cliché de microscopie optique d’un échantillon de colza (lot 1) à la concentration de 100 g/L à pH
7 et de force ionique I = 0.1 M).
3.3.5 Séparation de phases liquide/liquide
Les échantillons centrifugés montrent trois phases comme illustré dans l’image d’une solution à
300 g/L (pH 7, I = 0.1 M) centrifugée à 1700× g pendant 30 min (fig. 3.25). On observe une phase
légère transparente, colorée en jaune. La phase dense est également transparente et colorée en noir.
Ces deux phases sont séparées par une phase intermédiaire, opaque, de couleur blanchâtre. Pour éva-
luer l’effet de la concentration initiale d’isolat protéique sur le volume des phases denses et légères,
on définit la fraction de phase dense φd comme le rapport du volume de phase dense sur le volume
total de la solution. Des solutions de concentrations en isolat protéique de 200, 300, 400 et 500 g/L
ont été préparées à pH 3, 5 et 7 (I = 0.1 M) puis centrifugées à 1700g pendant 30 min.
La figure 3.26 montre les images des solutions avant (a) et après (b) centrifugation. L’évaluation de
la fraction volumique de la phase dense φd est effectuée par l’analyse des images.
La figure 3.27 montre la fraction de phase dense en fonction de la concentration initiale en isolat
Fig. 3.25: Observation de la séparation de phase après centrifugation. (300 g/L, pH 7 I = 0.1 M)
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Fig. 3.26: Images des solutions d’isolat protéique à concentration en isolat protéique variables dans les solu-
tions tampons citrate (pH 3), acétate (pH 5) et phosphate (pH 7), avant (a) et après (b) centrifugation
à 1700g pendant 30 min à la force ionique I = 0.1 M.
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Fig. 3.27: Fraction volumique de la phase dense en fonction de la concentration initiale en isolat protéique à
différents pH. L’ajutement linéaire (traits plein) coupe l’abscisse à 60 g/L.
protéique dans la solution. φd augmente linéairement avec la concentration jusqu’à 500 g/L où au-
cune séparation de phase n’est observable. Le pH ne semble pas influer sur la fraction de phase dense.
L’ajustement linéaire des mesures coupe l’axe des abscisses à 60 g/L. Par ailleurs, les phases denses
et légères ont été chauffées individuellement à 90◦C mais aucun changement visible n’a été observé
en dehors d’une viscosité plus basse à haute température.
On a fait l’hypothèse que cette phase blanchâtre pouvait contenir les impuretés cellulosiques
et donc que cette séparation de phase pourrait être utilisée pour une purification plus poussée de
l’isolat de colza. Afin d’évaluer la pureté de la phase dense en protéines, un dosage des sucres à été
effectué (Gwenaëlle Deschamps, IUT Chimie, Sète). Ce dosage a été complété par une analyse de
la composition en protéines des deux phases par chromatographie en phase liquide à haute pression
(Melody Basselin, LRGP). Les globulines de colza sont majoritairement dans la phase légère mais
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le rapport de la concentration en sucre sur la concentration en protéine est identique dans les deux
phases. Cela indique que la phase dense n’est pas plus pure concernant les composés cellulosiques.
Cette séparation de phase n’apparaît donc pas comme une méthode supplémentaire de purification
de l’isolat de colza.
3.4 Conclusion
La solubilité des isolats de tournesol est maximale à pH basique (pH 10) avec un creux de solu-
bilité à pH plus acide (pH 5) comme l’isolat de colza contenant de l’acide phytique et des composés
phénoliques. La séparation de phase liquide/liquide, mise en évidence pour l’isolat de colza, n’a pas
permis pas d’améliorer la purification de celui ci. En revanche, l’isolat de colza pur, composé ex-
clusivement d’albumines, montre une excellente solubilité sur toute la gamme de pH, comme les
albumines de tournesol.
A l’exception de l’isolat de colza pur, les solutions d’isolats de protéines végétales étudiées ne
contiennent pas uniquement des protéines sous forme monomériques. La présence d’assemblages
avec des tailles de l’ordre de 80 nm est mise en évidence pour les trois sources protéiques. Dans le
cas du blé, des assemblages protéines/protéines sont envisagés alors que pour le colza et le tournesol
la présence d’impuretés telles que l’acide phytique et/ou les composés phénoliques semblent être à
l’origine des assemblages. Cependant, dans tous les cas la population de protéines monomériques
apparaît majoritaire.
Les températures de dissociation trouvées avec l’isolat de tournesol correspondent aux tempéra-
tures de dissociation des formes hexamériques et trimériques en monomères. Les solutions de tourne-
sol à pH basique, utilisées pour l’étude interfaciale, contiennent des hexamères de globulines à l’état
natif mais pas de trimères non dénaturés. Pour l’isolat de colza, la température de dénaturation des
albumines a été trouvée plus faible en absence d’acide phytique ce qui suggère que l’acide phytique
lié aux albumines participe au maintien de leur structure native et modifie les processus de dénatura-
tion induits par la température.
Le criblage des conditions physico-chimiques de gélification pour l’isolat de colza montre qu’une
température de 90◦C n’est pas suffisante pour gélifier les solutions d’albumines de colza. A pH 9, on
trouve au mieux une gélification partielle.
En revanche, le criblage des conditions physico-chimiques de gélification de l’isolat de tournesol à
mis en évidence une gélification totale de l’échantillon pour des pH entre 5 et 10, aux forces ioniques
de 0.1 M à 1 M. Le gel semble qualitativement le plus cohésif à pH 9 et I = 0.1 M. L’étude rhéo-
logique de solutions de tournesol à pH 10 a montré que le gel formé est un gel physique avec des
interactions sensibles à la température donc non covalentes. L’élasticité des gels formés par dénatu-
ration thermique de l’isolat d etournesol est un ordre de grandeur plus bas que pour un gel formé par
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des protéines utilisées dans le commerce comme les protéines de soja. L’existence de gel de tourne-
sol est peu rapporté dans la littérature. Et en dépit de propriétés gélifiantes plus faibles que d’autres
protéines, on peut imaginer trouver des applications aux gels de tournesol. Par exemple, une étude
non publiée des propriétés émulsifiantes du même isolat de tournesol montre une stabilité remar-
quable (W. Dridi, F. Leal Calderon, Bordeaux). La combinaison des propriétés émulsifiantes avec les
propriétés gélifiantes de cet isolat en fait un composant texturant potentiellement valorisable pour sa
double aptitude, émulsifiante et gélifiante.

4. GLIADINES À L’INTERFACE AIR/EAU
4.1 Publication
Le projet d’étude des protéines de tournesol et de colza a nécessité le développement de procédés
de purification des tourteaux par le Laboratoire Réactions et Génie des Procédés (LRGP, Romain
Kapel, Odile Messieres, Mélody Basselin). Les isolats ont été disponibles plusieurs mois après le
début du projet, ce qui nous a conduit à étudier les propriétés interfaciales d’un isolat protéique de
blé déjà disponible au laboratoire Charles Coulomb. Ce travail a pu être valorisé par un article et est
présenté ici avec l’ajout de données complémentaires en fin de chapitre.
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a b s t r a c t
Gliadins are edible wheat storage proteins well known for their surface active properties. In this paper,
we present experimental results on the interfacial properties of acidic solutions of gliadin studied over
5 decades of concentrations, from 0.001 to 110 g/L. Dynamic pendant drop tensiometry reveals that
the surface pressure P of gliadin solutions builds up in a multistep process. The series of curves of the
time evolution of P collected at different bulk protein concentrations C can be merged onto a single mas-
ter curve when P is plotted as a function of at where t is the time elapsed since the formation of the air/
water interface and a is a shift parameter that varies with C as a power law with an exponent 2. The exis-
tence of such time-concentration superposition, which we evidence for the first time, indicates that the
same mechanisms govern the surface tension evolution at all concentrations and are accelerated by an
increase of the bulk concentration. The scaling of a with C is consistent with a kinetic of adsorption con-
trolled by the diffusion of the proteins in the bulk. Moreover, we show that the proteins adsorption at the
air/water interface is kinetically irreversible. Correlated evolutions of the optical and elastic properties of
the interfaces, as probed by ellipsometry and surface dilatational rheology respectively, provide a consis-
tent physical picture of the building up of the protein interfacial layer. A progressive coverage of the
interface by the proteins occurs at low P. This stage is followed, at higher P, by conformational rear-
rangements of the protein film, which are identified by a strong increase of the dissipative viscoelastic
properties of the film concomitantly with a peculiar evolution of its optical profile that we have rational-
ized. In the last stage, at even higher surface pressure, the adsorption is arrested; the optical profile is not
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modified while the elasticity of the interfacial layer dramatically increases with the surface pressure, pre-
sumably due to the film ageing.
 2018 Elsevier Inc. All rights reserved.
1. Introduction
Interfacial properties govern many structural and mechanical
properties of bulk materials and dispersions. Common examples
include the importance of grain-boundaries in the mechanical
properties of atomic, molecular and colloidal polycrystals, and of
surface actives species in stabilizing foams and emulsions, thanks
to their adsorption at air/liquid or liquid/liquid interfaces [1]. Char-
acterizing in details those liquid interfaces is the key to understand
and possibly tune the bulk properties of foams and emulsions,
which are crucial in a wide range of industrial applications from
cosmetics to agrochemistry and pharmacy. There is a wealth of
surface active species (e.g. soaps, phospholipids and polymer mole-
cules with different architectures) that spontaneously adsorb at a
liquid interface. Proteins, which are amphiphilic compounds made
of polar and non-polar amino acid residues, also tend to accumu-
late at air/water and oil/water interfaces. Understanding and con-
trolling the interfacial adsorption of proteins is important in many
industrial fields from food science, to purification and implantable
medical devices, for instance. Proteins films are usually character-
ized by a high viscoelasticity and can undergo a glass or gel transi-
tion due to a protein crowding at the interface even for low bulk
concentrations of the subphase [2]. Up to now, the majority of
detailed studies on interfacial properties of protein films has been
conducted with animal proteins. Many works focused on bovine
serum albumin, b-lactoglobulin and ovalbumin, which are globular
proteins considered as hard proteins, and on b-casein, which is
considered as a soft protein prone to conformational changes at
the interface and yielding softer interfaces than hard proteins [3].
Interfacial properties of plant proteins have been much less
investigated than their animal counterpart [4]. Among vegetable
proteins, wheat storage proteins, commonly known as gluten pro-
teins, represent an important part of the occidental people diet.
Indeed, many food products traditionally contain wheat flour. In
addition, gluten is also used as a texturing agent by the food indus-
try that exploits the unique properties of the viscoelastic network
created by these proteins. The interfacial properties of these pro-
teins were also explored to better understand their role in the gas
holding capacity of dough, and to determine their potentiality for
the development of new products [5]. These studies were per-
formed on either whole gluten proteins [6] or separately on the
two main classes of gluten proteins: glutenins, the polymeric pro-
teins, and gliadins, the monomeric ones. Gluten proteins are non-
globular proteins that behave as polymers and display a persistence
length similar to that of disordered proteins [7]. Their secondary
structure is labile and depends of the environment [8] and osmotic
pressure [9]. It was established that gliadins aremore surface active
than glutenins [10] and display at equilibrium lower surface tension
at the air-water interface than soy glycinin, casein [11] or bovine
serum albumin proteins [12]. Furthermore, gliadins were demon-
strated to be very surface active for oil-water interfaces and form
highly viscoelastic films [4a]. As a consequence, gliadins were
studied to stabilize foams [10a,13] and emulsions [12]. However,
the precise mechanism of gliadin adsorption at interface, the struc-
ture of the film formed and its rheology are still not well described.
In the present work, we investigate the adsorption of gliadins at
the air-water interface from acidic solutions displaying a large
range of concentration of proteins, from 1 mg/L to 110 g/L. Solu-
tions are prepared at acidic pH, for which gliadins are the most
soluble in aqueous solvent due to their neutral isoelectric point.
A combination of tensiometry, dilatational viscoelasticity and ellip-
sometry measurements is performed as a function of time. A time-
concentration superposition is evidenced whatever the subphase
concentration and reveals that protein adsorption at the interface
is dominated by bulk diffusion. We propose a consistent physical
picture of the multistep diffusion-controlled irreversible adsorp-
tion of the gliadin proteins at an air/water interface, and discuss
our main conclusive results in light of the literature. Overall all
our experimental results indicate that gliadin displays a behavior
typical of soft proteins.
2. Material and methods
2.1. Material
2.1.1. Gliadin extraction and characterization
Gliadins are extracted from industrial gluten (courtesy of Tereos
Syral, France) according to a protocol previously described by some
of us [7]. Briefly, gluten powder is mixed with 50% (v/v) ethanol/
water solvent and submitted to a continuous rotating agitation
for 19 h. After centrifugation, the supernatant is recovered and
placed at 4 C to induce a liquid-liquid phase separation. The light
phase, enriched in gliadins, is recovered and freeze-dried. This frac-
tion (labelled S2 in Ref. [7]) is characterized by Sodium Dodecyl
Sulfate PolyAcrylamide Gel Electrophoresis, SDS-Page) and size-
exclusion high performance liquid chromatography (SE-HPLC).
Fig. 1a displays the SE-HPLC profile measured on a TSK G400 SWXL
column using the experimental conditions described in Dahesh
et al. [14]. The molecular weight (Mw) composition deduced from
the profile is 78% gliadins (25 000 <Mw < 55 000 g/mol), 15% glute-
nins (60 000 <Mw < 400 000 g/mol) and 7% albumins-globulins
(Mw  20 000 g/mol).
2.1.2. Sample preparation
We use a 50 mM acetic acid aqueous solvent (purity 99%)
(pH = 3) to fully solubilize gliadin proteins (gliadins are insoluble
at neutral pH). Protein/solvent mixtures of concentration C = 50 g/
L and higher are put in a rotary shaker overnight at room tempera-
ture to allow sample homogenization. They are subsequently fil-
tered with a 0.22 mm cellulose mixed ester membrane. Diluted
solutions are prepared from the stock solution at C = 50 g/L by dilu-
tion with 50 mM acetic acid aqueous solvent to reach the target
concentrations.
2.1.3. Bulk sample characterizations
2.1.3.1. Size of the proteins. The hydrodynamic radius of the pro-
teins in a acetic acid solution (50 mM) is characterized by dynamic
light scattering (DLS) performed at a wavelength k = 532 nm for 6
different scattering angles ranging between 40 and 120. The num-
ber size distribution is dominated by objects with a hydrodynamic
radius of 5 nm. This size is consistent with the radius of gyration of
gliadins (3 < Rg < 5nm) measured by Thomson et al. [15] who mod-
eled gliadins as prolate ellipsoids with an aspect ratio comprised
between 4 and 6. We expect that the interfacial properties, as mea-
sured in this study, are majorly due to individual gliadins.
2.1.3.2. Dielectric constant and refractive index. The refractive index
of the protein solutions in the visible range, nbulk, is measured with
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an Abbe refractometer, for protein concentrations C from 0 to 50 g/
L. Concentrations are converted in volume fraction of dry protein,
uΒ, assuming a protein relative density q = 1.32 [16]. For uΒ in
the range (0–0.038), the data can be very well accounted for by a
linear variation of n2bulkwith the volume fraction of proteins uΒ
(Fig. 1b) as predicted theoretically. In the Wiener effective medium
approximation [17], the dielectric constant e = n2 (with n the
refractive index) is indeed expected to change linearly with uΒ.
Hence the refractive index of the protein solutions, nbulk, reads
n2bulk /Bð Þ ¼ n2solvð1 /BÞ þ n2prot/B ð1Þ
with nsolv ¼ 1:333 the index of refraction of the solvent, and nprot the
index of refraction of the proteins. Eq. (1) can be rewritten as
n2bulk /Bð Þ ¼ n2solv þ /B n2prot  n2solv
 
¼ n2solv þ
Dðn2Þ
D/
/B ð2Þ
The best fit of the experimental data with Eq. (2) yields
Dðn2Þ
D/ ¼ 0:599, giving an index of refraction of the proteins,
nprot ¼
ﬃﬃﬃﬃﬃﬃﬃﬃﬃﬃﬃﬃﬃﬃﬃﬃﬃﬃﬃﬃ
n2solv þ Dn
2
D/
q
= 1.541. This value is consistent with the
literature (n = 1.555 was found for gliadins in 0.1 M acetic acid
solution) [18].
2.2. Pendant drop tensiometry and dilatational rheology
2.2.1. Pendant drop tensiometry
A drop profile analysis tensiometer (PAT-1, SINTERFACE
Technologies, Germany) is used for surface tension and surface
dilatational rheology measurements. An aqueous drop (typical vol-
ume 15 mm3) is formed at the capillary tip inside an empty mea-
suring glass cell. The images of the drop are recorded and the
interfacial tension is computed from the drop shape [19]. The sur-
face pressure is defined as P = csolv  c, where csolv is the surface
tension of the acetic acid aqueous solvent in absence of protein
and c is the surface tension of the protein solution against air.
2.2.2. Droplet washing
To assess the reversible character of adsorption, we use the drop
profile tensiometer with a coaxial capillary to form a drop and sub-
sequently wash the inside of the drop by replacing a volume
DV=1mm3 of the interior of the drop by pure solvent. This step
lasts about 1 s. To ensure a complete washing of the drop this pro-
cedure is repeated 450 times, so that the total volume exchanged is
thirty times that of the drop (15 mm3). The time evolution of the
surface tension, before, during and after the washing procedure
is measured.
2.2.3. Dilatational rheology measurements
We use the drop profile tensiometer to study the dilatational
rheology of proteins at the air–water interface. To do so, an aque-
ous drop is perturbed by small harmonic oscillations of the interfa-
cial area A leading to harmonic oscillations of the surface tension c.
From the Fourier transform F of the response relative to the pertur-
bation the complex visco-elastic modulus E is calculated [19]:
E ixð Þ ¼ F½Dc
F½lnðDAÞ ð3Þ
where the real part, E
0
, is the storage modulus that characterizes the
dilatational interfacial elasticity, and the imaginary part, E
0 0
, is the
loss modulus and is related to the dilatational interfacial viscosity.
We impose relative deformations DAA of 5%, respectively 10%, at a fre-
quency of 0.025 Hz, respectively 0.05 Hz, for samples with bulk con-
centrations below, respectively above, 50 mg/ml. These parameters
are chosen to optimize the quality of raw data while remaining in
the linear regime of the response.
2.3. Wilhelmy plate tensiometry, ellipsometry and Brewster angle
microscopy
Planar interfaces are characterized using a set-up that combines
a Wilhelmy plate (KSV, Nima), a Brewster angle microscope
(Optrel, Germany) and an ellipsometer (Optrel, Germany). The
time evolution of the air-water interface is probed after a glass
Petri dish of 17 cm diameter has been filled with protein solutions.
On the one hand, Brewster angle images are recorded using the
ellipsometric device equipped with a 10X magnification objective
and an acquisition camera. The contrast of the images is controlled
by rotating the polarizer angle, the analyzer angle being kept con-
stant (vertically polarized).
On the other hand, the optical profile and surface excess con-
centrations C of proteins at the air/water interface are measured
by ellipsometry. C is defined as:
C ¼
Z 0
1
C zð Þ  Cð Þdzþ
Z þ1
0
C zð Þdz ð4Þ
Here z is the axis normal to the interface (with the convention z
> 0 in air) and z = 0 is the location of the Gibbs dividing surface,
C zð Þ is the solute concentration as a function of the distance z from
the interface and C the solute concentration in the bulk solution
[C ¼ C z 0ð Þ].
An ellipsometer working with a green laser light (k = 533 nm) is
used to measure the quantities W and D. Measurements are
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Fig. 1. Characterization of the protein extract. (a) Size-exclusion high performance
liquid chromatography (SE-HPLC) profile of the gliadin extract. The dashed lines
delineate the molecular weight (Mw) limits for albumin (alb) and globulin (glob)
(Mw < 23000 g/mol), for gliadin (23,000 g/mol <Mw < 60,000 g/mol) and for glute-
nin (Mw > 60,000 g/mol). (b) Variation of the square of the refractive index of gliadin
solutions as a function of the protein volume fraction. The line is a linear fit of the
experimental data points.
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performed at the incident angle uair = 55. W and D are related to
the ratio of reflection field coefficients rprs by:
rp
rs
¼ tanW exp iD ð5Þ
Here rp is the component of field reflection coefficient parallel
to the reflection plane, and rs is the component perpendicular to
reflection plane. Data are analyzed in the framework of perturba-
tion theory, which describes rprs as the deviation from the reflection
coefficient rp;0rs;0 expected for a sharp step-like profile [20]:
rp
rs
¼ rp;0
rs;0
þ 2iQair
rs;0 Qair þ Qbulkð Þ2
K2
n2airn
2
bulk
I1 ð6Þ
Here Qair ¼ 2p/(nairk)cosuair , Qbulk = 2p/(nbulkk)cosubulk and K =
2nair/k sinuair , where nair , and nbulk are the refractive index of air
and the bulk liquid phase; and uair and ubulk; are the angles related
by the Snell’s law: nair sinuair ¼ nbulk sinubulk. The term I1 is related
to the interfacial optical profile as [20]:
I1 ¼
Z þ1
1
? zð Þ  air
 
? zð Þ  bulkð Þ
? zð Þ þ ðk  ?Þ
 
dz ð7Þ
Here k, respectively ?, is the component of the dielectric con-
stant parallel, respectively perpendicular, to the interface, and
i ¼ n2i .
If the interfacial layer is locally isotropic, k ¼ ? ¼ L, and Eq.
(7) reads
I1 ¼
Z þ1
1
L zð Þ  air
 ðL zð Þ  bulkÞ
LðzÞ dz ð8Þ
In the limit of optically thin interfacial layers, I1 is related to the
surface excess concentration measured by ellipsometry Celli, which
is approximately equal to the surface excess concentration C (Eq.
(4):
I1 ﬃ C
Z þ1
1
L zð Þ  air
 
LðzÞ dz ﬃ C
bulk  air
bulk
ð9Þ
where C ¼
R1
1
L zð Þ  bulkð Þdz gives in a good approximation the
dielectric constant surface excess. Finally, the surface excess con-
centration reads [21]:
C ﬃ Celli ¼ CD=DC ¼ﬃ
I1
bulk
bulkair
D=DC
ð10Þ
3. Experimental results
3.1. Surface tension.
We show in Fig. 2a the time evolution of the air/water surface
tension, c, measured for several protein concentrations C in the
aqueous phase, spanning more than 5 orders of magnitude (from
0.01 to 110 g/L), over a time scale ranging from 5 s to 10000 s,
using the pendant drop tensiometry. We find that the surface ten-
sion of the solvent is constant (csolv  73 mN/m) over the whole
duration of the measurements, ensuring reliable data over the full
time scale. For the lowest protein concentration (0.01 g/L), an
induction period of about 50 s is observed during which the surface
tension of the protein solution stays constant and equal to that of
the solvent and then continuously decreases with time. For the
other protein concentrations the induction period is too short to
be measured with our experimental set-up. We find indeed that
the surface tension at the shortest accessible time is systematically
smaller than that of the solvent and decreases with the protein
concentration. Note that several regimes of surface tension
decrease with time can be identified in a semi-log scale.
Interestingly, all the data acquired for C > 0.1 g/L, overlap on a
single master curve once plotted as a function of a normalized time
at, where t is the real time elapsed since the drop formation and a
is a scale factor. We arbitrarily choose C = 1 g/L as the reference
concentration (a=1). The scaling is shown in Fig. 2b where the sur-
face pressureP, is plotted as a function of at. The master curve evi-
dences two exponential growths of the surface pressure associated
with characteristic times at1 = 500 s and at2 = 19 000 s (fits not
shown) followed by asymptotic logarithmic evolution. The scaling
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Fig. 2. (a) Time evolution of the surface tension for the solvent (thin black line) and
for protein solutions at different protein concentrations C as indicated in the legend.
Experiments were performed using the pendant drop tensiometer (drop geometry)
(b) Master curve obtained by plotting the surface pressure as a function of a
normalized time, at, using C = 1 g/L as reference. All data except the two smallest
concentrations (0.01 and 0.1 g/L) are shown. Symbols are the same as in (a). (c)
Scale factor, a, as a function of protein concentration for measurements performed
with drop and plane geometries. The line is the theoretical expectation for a
diffusive process (Eq. (16)).
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does not hold for the two lowest protein concentrations (0.01 and
0.1 g/L). For these dilute solutions, the drop (typical volume 15
mm3) does not constitute an infinite reservoir of protein, and the
dynamic surface tension is expected to be strongly influenced by
the depletion of proteins in the bulk due to their adsorption at
the interface [22]. To overcome this problem and complete our
experimental data in the low concentration limit, we perform sim-
ilar measurements with a planar geometry, for bulk protein con-
centrations between 0.001 g/L and 10 g/L. In these conditions, a
regime of infinite reservoir of proteins is systematically reached.
We use a Petri dish filled with the protein solution and measure
the surface tension as a function of time using a Wilhelmy plate.
A master curve, surface pressure versus rescaled time at, similar
to that obtained in the pendant drop experiment, is also obtained.
The scaling factors, a, used to build master curves with the exper-
imental data collected in the two experimental geometries are dis-
played in Fig. 2c. We find that a increases as a power law of the
concentration, a  Cp with p = 1.9. We note that this value is close
to 2, the numerical value expected for a diffusive process. This
point will be discussed below.
To address the reversibility of gliadin adsorption we measure
the time evolution of the surface pressure after dilution of the bulk
subphase. In the case of reversible adsorption, a decrease of the
bulk concentration should lead to a decrease of the surface pres-
sure [23]. This has been checked with a soluble surfactant (dode-
cyltrimethylammonium chloride, DTAC), ensuring the reliability
of our experimental procedure (as detailed in the Materials and
methods section). By contrast, in the case of gliadin, P never
decreases after washing, as shown in Fig. 3. Three experiments car-
ried out at different stages of the time evolution of the surface
pressure are presented. At low surface pressures (P = 11 mN/m
and P = 21 mN/m), dilution of the bulk does not lead to any signif-
icant decrease of the surface pressure, although it dramatically
reduces the rate of increase of the surface pressure. At high pres-
sure (P= 30 mN/m) dilution of the bulk turns out to have no effect
on the increase rate of the surface pressure. Thus, our findings indi-
cate that, at low pressure the evolution of P is determined by pro-
tein transfer from the bulk to the interface, while at high pressure
the further evolution of the pressure is independent of mass trans-
fer to the interface. Moreover, since no decrease of the surface
pressure could be evidenced, the desorption of the protein from
interface is certainly extremely slow if ever it occurs. Adsorption
of gliadins at interface can thus be safely considered as irreversible.
3.2. Dilatational viscoelasticity of the protein interfacial layer
We measure the dilatational viscoelasticity of the interfacial
layer at different times after the drop formation and for various
protein concentrations in the subphase. We find that the viscoelas-
tic measurements only depend on the surface pressure of the inter-
face and that data collected at different protein concentrations
(from 6.5 mg/L to 800 mg/L) reasonably fall onto a single master
curve (Fig. 4). In the whole range of surface pressure investigated
(5 mN/m < P < 40 mN/m), the interfacial protein layer is essen-
tially elastic with an elastic modulus, E0, always larger than the loss
modulus, E0 0. The elastic modulus varies non-monotonically with
the surface pressure, and three regimes can be defined for the (E0
vs P) master curve. In regime I, P < Pc1  19 mN/m, and regime
III, P >Pc2  31 mN/m, E0 continuously increases with surface
pressure, whereas in the intermediate regime (Pc1 <P <Pc2), E0
decreases and reaches a minimum with P. Interestingly the mini-
mum of E’ with the surface pressure is accompanied by a large
increase of the loss modulus (Fig. 4b): the ratio E0 0/E0 reaches about
0.4 in regime II, whereas this ratio is of the order of (0.1–0.15) in
regimes I and III. Furthermore, it is worth mentioning that, in the
intermediate regime, the collapse of the data collected at different
protein concentrations is not as good as in the two other regimes,
but instead the maximum of E0 0/E0 seems to increase with C. The
limits of these three regimes are also reported on the tensiometry
plot that displays washing test in each regime (Fig. 3).
3.3. Optical properties of the protein interfacial layer.
The structure of the interfacial protein films prepared in Petri
dishes is observed by Brewster angle microscopy. Fig. 5b displays
characteristic images obtained for the 3 different regimes of sur-
face pressure and viscoelasticity defined above. In all cases, the
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films appear very homogeneous at the microscopic scale. To get
pictures with a good contrast it is necessary to adjust the polarizer
angle from 0 to 15. The increase of the brightness with surface
pressure indicates an increase of surface reflectivity that we asso-
ciate to an increase of the amount of proteins at the interface.
In order to quantitatively characterize the optical properties of
the interfacial layer we use ellipsometry. Similarly to our findings
for the viscoelastic properties, we measure that the structure of the
interfacial layer only depends on the surface pressure and that data
acquired at different protein concentrations for the subphase (in
the range 0.001–5 g/L) collapse on a single curve (Fig. 5a). The
ellipsometric signal, I1, varies non-monotonically with P, which
allows distinguishing the same three regimes as before with the
same cross-over pressures Pc1 and Pc2. In regime I, I1 increases
with P, whereas I1 decreases with P in regime II, and is more or
less constant in regime III. In addition, we also observe a prelimi-
nary regime in which I1 increases in time whereas the surface pres-
sure is maintained at zero.
4. Discussion
We have investigated the interfacial properties of acidic solu-
tions of gliadin studied over 5 decades of concentrations from
0.001 to 110 g/L. Gliadins adsorb irreversibly at the air-water inter-
face in accordance with other studies on proteins [24]. The struc-
tural and viscoelastic properties of the interfacial gliadin film
build up in a multistep process, the evolution of which is com-
pletely characterized by the surface pressure. The master curves
obtained for the surface pressure, the viscoelasticity and the opti-
cal properties of the interfacial layer indicate that the properties at
the air/water interface are determined by the concentration of the
subphase and the time elapsed since the formation of the interface.
4.1. Adsorption kinetics
For low surface pressures, P < Pc1, the optical profile is
assumed to be locally isotropic (and Eqs. (8)--(10) hold) because
of the weak interaction between proteins, which are randomly ori-
ented at the interface. We determine the surface excess concentra-
tion C according to Eq. (10). Fig. 6a displays the evolution of C as a
function of time for three different concentrations, and for two sets
of data for each concentration. We measure that the higher is the
bulk concentration, the faster is the adsorption. Experimental data
can be compared to an analytical model of diffusion-controlled
adsorption kinetics [25]:
C tð Þ ¼ Cm  Cm exp 2C=Cm
ﬃﬃﬃﬃﬃ
Dt
p
r !
ð11Þ
With D the bulk protein diffusion coefficient and Cm the maxi-
mum surface excess concentration. Eq. (11) takes into account the
decreasing difference of chemical potential of the proteins
between bulk and interface along the adsorption process [26].
Hence at longer time and higher concentration, a steady state is
reached with this model that takes into account saturation. Far
from interface saturation on the other hand, when the chemical
potential at interface can reasonably be considered as being con-
stant, hence at short time and low concentration [27], Eq. (11)
can be approximated as
C tð Þ ¼ 2C
ﬃﬃﬃﬃﬃ
Dt
p
r
ð12Þ
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Fig. 6. (a) Surface excess concentration C as a function of time t. Symbols
correspond to experimental data obtained by ellipsometry for different protein bulk
concentrations as indicated in the caption. Dashed and continuous lines display
diffusive models expressed in Eqs. (11) and (12) respectively. (b) Equation of state,
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Note that Eq. (12) is the short time limit of the Ward and Tordai
model [28] that is classically used to model interfacial adsorption
of surface active components. However, we do not use this model
because it considers an instantaneous equilibrium of adsorbing
species between the bulk and the interface and allows thus for
back-diffusion which we have demonstrated to be negligible for
gliadin at the air-water interface. The theoretical curves presented
in the Fig. 6a are calculated using the bulk diffusion coefficient
measured by dynamic light scattering and the maximum surface
excess concentration measured at the end of regime I (D = 4.41
1011 m2/s and Cm ¼3.1 mg/m2) and quantitatively compared to
the experimental data. Overall a good agreement is found between
the theoretical expectations and the experimental results (Fig. 6a).
Eq. (12) account nicely for the experimental data measured at C =
0.001 g/L. Experimental data with C = 0.01 g/L and C = 0.1 g/L are
instead better described taking into account a saturation (11).
4.2. Surface pressure master curve: time-concentration superposition
In line with those results, a time-concentration superposition is
clearly evidenced, for the first time, to the best of our knowledge,
for proteins at a liquid interface. It indicates that interfacial mea-
surements performed with solutions at high protein concentration
can predict the long ageing time behavior of interfaces formed
from solutions at lower concentrations. The existence of a master
curve furthermore indicates that the surface pressure obtained
with a bulk concentration C and an elapsed time t can also be
obtained with the reference concentration, Cref , with an elapsed
time tref :
P C; tð Þ ¼ P Cref ; tref
  ð13Þ
with tref ¼ at ð14Þ
With the assumption that only one surface concentration, C, is
associated to a given surface pressure, P, one can also write
C C; tð Þ ¼ CðCref ; tref Þ ð15Þ
According to the time evolution of the surface excess concentra-
tion in regime I, we have shown that the protein adsorption is con-
trolled by diffusion. Combining the diffusion-controlled models
previously introduced (Eqs. (11) and (12) with Eqs. (14) and (15),
one derives the value of the scaling factor a:
a ¼ C
Cref
	 
2
ð16Þ
Fig. 2c shows that the theoretical prediction (Eq. (16)) with
Cref=1 g/L fits very nicely the experimental data over a 4 orders
of magnitude for the protein bulk concentration (from 0.001 to
10 g/L). These concentrations cover regimes I and II, for which
we have demonstrated, thanks to the droplet washing procedure,
that the evolution of the interfacial pressure is mainly associated
to protein adsorption. We mention that in the literature [29], the
diffusion-controlled models were restricted to dilute regimes.
Ybert and di Meglio [29a] previously performed a time-
concentration rescaling of tensiometry data for bovine serum
albumin at an air/water interface but were puzzled by the
correspondence between curves at high surface pressure as they
expected dynamics to be governed by adsorption mechanisms. In
the case of gliadins the adsorption of additional proteins to an
already relatively dense interface appears not to be the limiting
step, even when the protein concentration at the interface is
relatively large (excess surface concentration >3 mg/m2). We
think that the diffusive protein mass transfer remains possible
thanks to the creation of free space at the interface with the
reorganization of proteins previously adsorbed due to the protein
crowding. So, the propensity of gliadins to easily reorganize at
interfaces could explain this behavior. In line with our physical
picture, Miura et al [30] showed by simulations that the overall
adsorption kinetics of chain molecules on a surface is not strongly
affected by their internal reorganization. They rationalized their
result using a theoretical model that considers bulk diffusion,
Langmuir adsorption and rearrangement of anisotropic molecules
through a second order reaction.
On the other hand, for higher concentrations, we measure that a
is smaller than theoretically expected for a diffusive process, show-
ing that the increase of bulk protein concentration does not speed
up the time evolution of the surface pressure as much as expected
for a purely diffusion-controlled process. For these concentrations,
the shift factor is determined according to surface tension profiles
dominated by the regime III that is very rapidly reached. In this
regime, the drop washing test showed that adsorption is not
involved, explaining the discrepancy between a determined at
high concentration and the model. Overall, we show that the sur-
face tension dynamics is controlled by bulk diffusion of gliadin
toward the air-water interface at short times (low surface pres-
sures), during regime I, but also during regime II.
4.3. Surface excess concentration and protein conformational changes
by ellipsometry
Thanks to the concomitant measurement of the surface pres-
sure and surface excess concentration, the surface pressure iso-
therm of gliadin proteins at the air-water interface, P versus C,
can also be plotted for P < Pc1 (Fig. 6b). In the early regime, below
C0 = 0.5 mg/m2 (which corresponds to a surface of 116 nm2 occu-
pied on average by each protein), no evolution of the surface pres-
sure could be measured due to the high molecular weight of the
surface active species. According to the ideal gas law a very weak
dependence of the surface pressure with the surface excess con-
centration is predicted in this concentration range: P = RTC/Mw,
with R the ideal gas constant, T the temperature andMw the molec-
ular weight of the species adsorbed at the interface. For objects
with Mw = 35 000 g/mol (Fig. 1), one predicts P = 0.07C, i.e. a sur-
face pressure of 3.5 102 mN/m for C0 = 0.5 mg/m2. Such low value
is not measurable with our technique (see line of the ideal gas law
in Fig. 6).
For C > C0, the surface pressure increases faster with the sur-
face concentration as a result of proteins interactions. The pressure
increases linearly with C up to a value of Cmax = 3.1 mg/m2 that we
considered as the saturation. Modeling the protein layer as a
monolayer of hard spheres of constant thickness h, at maximal
packing, the protein volume fraction at interface is /L = 0.6. Using
C= qh/L at saturation, with the protein relative density q ¼ 1:32,
we find that the thickness of the film is h = 4 nm. This value is con-
sistent with the size of gliadins, as measured by dynamic light scat-
tering. The preliminary regime, characterized by a negligible
surface pressure, corresponds to a gas regime in which proteins
adsorb on a nearly ‘‘free interface” whereas in the regime I proteins
adsorb on an interface already covered by interacting proteins.
In regime II, the ellipsometric signal I1 decreases while the sur-
face pressure increases. In this regime, Eqs. (8)--(10) do not hold
anymore because the surface concentration cannot decrease if
the surface pressure increases. In the absence of desorption, such
behavior can only be accounted for by a conformational change
of the interfacial layer. Hypotheses of formation of chain loops or
multilayer in the bulk can be safely discarded as such processes
would lead to constant or increasing I1 according to Eq. (8). Partial
protein dehydration or the development of an anisotropic refrac-
tive index in the interfacial layer is instead consistent with the
decrease of I1 as detailed below.
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In the hypothesis of a progressive dehydration and protrusion of
proteins in air, Eq. (9) cannot be used. A two-step dielectric con-
stant profile for the protein film with a constant thickness h is
assumed. We define wair as the fraction of the thickness of the
interfacial protein film in air. The protein film is therefore decom-
posed into the sum of a layer of thickness h wair in air, and a layer of
thickness h ð1 wairÞ in the solvent. Eq. (8) thus becomes
I1 ¼ Iair1 þ Isolv1 ð17Þ
with
Iair1 ¼
n2protair  n2air
 
n2protair  n2bulk
 
n2protair
wairh ð18Þ
and
Isolv1 ¼
n2protsolv  n2air
 
n2protsolv  n2bulk
 
n2protsolv
1 wairð Þh ð19Þ
Here, nair is the index of refraction of air, nbulk is the index of refrac-
tion of the subphase, as measured experimentally (Eqs. (1) and (2)).
nprotair, respectively nprotsolv, is the index of refraction of the protein
layer in air, respectively solvent. Following Eq. (2),
n2protair ¼ n2air þ /Lðn2prot  n2airÞ ð20Þ
and
n2protsolv ¼ n2solv þ /Lðn2prot  n2solvÞ ð21Þ
with /L the volume fraction of proteins in the interfacial layer.
Whatever /L, I
air
1 < I
solv
1 . As a consequence, the decrease of I1
observed in regime II could be accounted by an increase of wair
and associated to protein dehydration. Considering
/L ¼ 0:6 and h ¼ 4nm (the numerical values found at the end of
regime I), we estimate that wair continuously increases in regime
II and at the end of this regime reaches wmaxair ¼ 0:34. Here we assume
that the amount of protein at the interface is constant and equal to
its value at the transition from regime I to regime II, while further
protein adsorption should contribute in this regime according to
drop washing test. Dwmaxair is thus presumably underestimated. How-
ever, this value can be compared to the proportion of hydrophobic
residues in gliadin sequences that is about one third.
An alternative model is to suppose that the refractive index of
the protein interfacial film becomes anisotropic, due to the align-
ment of the proteins in the film. Such alignment seems realistic
considering that gliadins are usually modeled as prolate ellipsoids
[15]. This would induce a decrease of I1 with the development of
anisotropy of the refractive index of the protein layer. According
to Eq. (7), for one slab dielectric constant profile of the protein film
of thickness h, Eq. (7) reads:
I1 ¼
n2?  n2air
 
n2?  n2bulk
 
n2?
þ Dðn2Þ
 
h ð22Þ
Here Dðn2Þ ¼ nk2  n2?, where n?(resp. nk) is the index of refraction
of the protein layer orthogonal to (resp. in the plane of) the film.
Considering /L ¼ 0:6 and h ¼ 4nm (the numerical values found at
the end of regime I), and a constant index of refraction perpendicu-
lar to the film n? equal to the index of refraction of gliadin solution
at /L ¼ 0:6 (n? ¼ 1:46), we estimate that Dðn2Þ continuously
decreases in regime II and reaches a value Dðn2Þmax ¼ 0:0625, or
equivalently Dnmax ¼ n?  nmaxk ¼ 0:02 at the end of regime II.
Assuming /L constant in this regime, instead of increasing, may
underestimate the latter value. However, the order of magnitude
appears reasonable in comparison with measurements obtained
for flagellin proteins on a hydrophobic surface by optical waveguide
light mode spectroscopy (Dn = 0.015) [31]. Finally, in regime III,
the value of I1 is roughly constant indicating that the interfacial
optical profile is not modified by the increase of interfacial pressure.
4.4. Interfacial regimes
To summarize, the dynamical properties distinguish three main
regimes (hereafter referred to as regimes I, II and III) while optical
properties reveal a preliminary regime in addition.
In the preliminary regime (regime 0) ellipsometry data show
that proteins start to adsorb. However, a null surface pressure is
measured. The negligible surface pressure indicates that proteins
are in a very dilute regime at the air-water interface. This regime
occurs during the so-called induction time of tensiometry kinetics
[32] and can only be observed with the lowest bulk concentration
(0.001 g/L).
In regime I, 0 <P < 19 mN/m, proteins continue to adsorb but
progressively start to interact with each other at the interface as
probed by the linear increase of surface concentration and dilata-
tional elasticity with the surface pressure. Dilatational viscoelastic
master curves with a similar regime were previously described in
different studies [3b,33]. Interestingly, the behavior of gliadin
displays similarities with that of soft proteins like b-casein.
Indeed, the maximum value of E’ at the transition between
regimes I and II is relatively weak (26 mN/m), and comparable to
that measured for b-casein at an air/water interface (20–30 mN/
m) [34], whereas larger values (typically 70–80 mN/m) were
reported for several globular/hard proteins [3b]. In addition, the
proportionality constant between E’ and P (i.e. the slope of the E0
vs P plot) is quite small (approximately 1). According to polymer
scaling laws, this low value would be associated to the weak
compactness of proteins at interface [3c,34]. This weak
compactness would induce soft rearrangements of proteins at the
interface that are in line with the model of Lucassen-Reynders
et al [3b]. In this model, proteins are assumed to be able to adopt
smaller molecular area with increasing surface pressure, a wider
range of conformations being adopted by soft proteins that are
more compressible because of their flexible structures. In
addition, it was previously demonstrated by a polarization
modulation infrared reflection absorption spectroscopy (PM-
IRRAS) study that, at the air-water interface, gliadins, which are
initially weakly folded and flatly oriented at low surface
pressure, progressively fold and orientate their secondary
structures as surface pressure increases [35].
In regime II, 19 <P < 31 mN/m, a master curve can be plotted
with viscoelastic data, even if the maximum of E00/E0 slightly
increases with the bulk concentration. This behavior, analogous
to the one observed for b-lactoglobulin [33c,33e], can be
attributed to the fast interfacial adsorption of proteins with high
bulk concentration that would result in more disordered films,
more prompt to relax with the oscillatory dilatational stress. The
general increase of dilatational dissipative viscoelastic properties
associated with an anomalous pressure dependence of the optical
profile suggests a significant change of protein conformation. In
the literature [33c,34,36], the decrease of E0 is associated to
relaxation processes. Different processes are proposed:
reorientation, internal reconformation (formation of loops in the
bulk or in air, are specific cases of reconformation), phase
transition, formation of 3D structures at the interface, collapse.
However, it is very difficult to experimentally prove the exact
physical processes involved in the relaxation. In our work, thanks
to the combination of different techniques we are able to discard
the formation of multilayer and loops in the bulk subphase and
their collapse as possible processes. We propose two models to
rationalize our ellipsometric data, assuming either a progressive
dehydration of the proteins as water is not a good solvent for
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gliadin or the development of anisotropy for the protein refractive
index resulting from the anisotropic shape of gliadin protein
[15,37]. Both processes were previously identified for several pro-
teins at the air water interface by neutron or X-ray reflectivity [38].
Even if the numerical values obtained with the reorientation model
seem more realistic that those obtained with the partial dehydra-
tion model, we expect that a more complex behavior involving
both phenomena might occur. Overall, our experimental data
demonstrate that significant conformational changes occur in
regime II, induced by the surface pressure, due to thermodynamics
[39].
Both regimes I and II are related to a protein mass transfer from
the bulk to the interface that is controlled by diffusion. By contrast,
in regime III, P > 31 mN/m, no protein adsorption is required to
induce the surface pressure evolution. In addition, a drastic
increase of the elastic modulus E0 with P is measured, signing
the increasing incompressibility of the interfacial film, while a con-
stant optical profile is observed. We attribute this regime to ageing
of the protein film at the air-water interface. A modification of
interactions inside the protein film with time can be at the
origin of the behavior observed. Gelation phenomena could
occur but interfacial shear rheology would be required to fully
characterize it.
The sequence of three regimes, adsorption-reorganization-gela
tion, was previously proposed for different proteins at interfaces
[40]. However, generally the shape of dynamic interfacial tension
displays only one decay step. The induction time (during which
surface pressure P  0) was associated to protein adsorption, the
steep increase of surface pressure with time being associated to
protein relaxation and the final slow increase of surface pressure
being associated to gelation. This interpretation was only based
on surface tension measurements and quite speculative while the
combination of techniques used in our study gives more credit to
our interpretation. Note finally that three comparable regimes
were previously identified for gliadins in the bulk [9]. Upon osmo-
tic compression, after a dilute regime of repulsive colloids, a highly
compressible regime with secondary structure changes was evi-
denced, and followed by a regime of strongly interacting proteins.
5. Conclusion
We have studied the adsorption of gliadin proteins at the air-
water interface from acidic protein solutions over a broad range
of concentrations. Combination of dilatational viscoelastic mea-
surements and optical profile measurements provides a consistent
physical picture of the three steps process, as summarized in Fig. 7.
In the preliminary regime (regime 0, not represented), the surface
pressure is equal to zero and proteins start to adsorb on a very
dilute interface. Then, in the first regime, at small surface pressure
P (regime I), the ellipsometric signal I1 and the elastic modulus E’
increase with the surface pressure, while the loss modulus E”
remains small. This regime corresponds to a progressive coverage
of the interface by individual weakly interacting flexible proteins,
up to a critical surface pressure Pc1. The second regime (Pc1 < P
< Pc2) results from significant conformational rearrangements of
the protein film induced by further protein adsorption, which are
identified by a strong increase of the dissipative viscoelastic prop-
erties of the film concomitantly with an anomalous evolution of its
optical profile. Finally, in regime III (P > Pc2), the ellipsometric sig-
nal does not evolve with the surface pressure, suggesting that the
structure of the interfacial layer does not change significantly. In
this regime, on the other hand, a dramatic increase of the elastic
modulus is measured while no further adsorption occurs. The
two experimental observations can be consistently interpreted as
resulting from ageing of the interfacial layer.
The softness of gliadins, which we have evidenced at the air/
water interface, is presumably linked to its partially disordered
secondary structure due to the abundance of proline and glycin
residues in the repetitive domains of their primary sequence. This
behavior could be associated to the biological function of these
proteins that is to store amino-acid for the future development
of the plant in the wheat grain. An efficient accumulation of pro-
teins in a minimum volume should be reached thanks to their
capacity to reorganize with an increasing osmotic pressure. Fur-
thermore, from an industrial point of view, the gliadin softness is
a clear asset as it should limit emulsion drop breakup in shear flow
as demonstrated for a model flexible protein by Erni et al [41].
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4.2 Déplétion du volume, effet de courbure
La construction de la courbe maîtresse de pression de surface avec la méthode de la goutte pen-
dante n’est pas possible avec les données obtenues pour des concentrations d’isolat protéique en
volume C < 0.1 g/L. Les mesures à temps long à basses concentrations ne coïncident pas avec les
mesures à temps courts obtenues avec des concentrations C ≥ 0.1 g/L. Cela est attribué à un effet
de déplétion des protéines en solution non négligeable lorsque la concentration protéique initiale
en solution est trop faible. Afin d’estimer la concentration d’isolat protéique en volume en dessous
de laquelle l’effet de déplétion n’est pas négligeable dans nos mesures, on calcule la concentration
superficielle d’excès en fonction de la concentration d’isolat protéique en volume en considérant
que la totalité de l’isolat est adsorbée à l’interface. On considère l’interface air/eau (a/e) avec deux
géométries :
— la goutte pendante où le volume est Vg = 17 mm3 et la surface Sg = 30 mm2.
— Le plan où la plaque de Wilhelmy baigne dans un solvant de volume Vp = 105 mm3 et de
surface Sp = 2.3×104 mm2.
Puisque le rapport surface sur volume est plus faible pour la géométrie plan, il faut une concentration
en volume plus faible qu’en géométrie goutte pour atteindre une concentration superficielle donnée
en supposant que toutes les protéines en solution sont toutes adsorbées.
La figure 4.1 montre la concentration superficielle d’excès obtenue en fonction de la concentration
d’isolat protéique en volume lorsque la totalité des protéines est adsorbée à l’interface. Pour obtenir
une concentration superficielle d’excès saturante Γm = 3 mg/m2, il faut une concentration d’isolat
protéique en volume C = 7× 10−4 g/L en géométrie plan et C = 5× 10−3 g/L en géométrie goutte
pendante. On suppose donc que pour des concentrations d’un ordre de grandeur plus grand, c’est à
dire C ≥ 7× 10−3 g/L pour la géométrie plan et C ≥ 5× 10−2 g/L pour la géométrie goutte, l’effet
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Fig. 4.1: Concentration superficielle d’excès en fonction de la concentration d’isolat protéique en volume en
considérant que la totalité de l’isolat est adsorbée à l’interface. Le trait horizontal montre Γm = 3.0
mg/m2.
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de déplétion est négligeable pour atteindre une monocouche interfaciale saturée.
Ainsi, pour obtenir la mesure de facteur d’échelle à des concentration C < 0.1 g/L on utilise la
géométrie plan. La figure 4.2 (a) montre les courbes maîtresses de pressions de surface obtenues
par géométrie goutte et plan. On observe que pour les concentrations d’isolat protéique en volume
C > 0.25 g/L, les courbes maîtresses des deux géométries sont similaires et se recouvrent. Pour
C < 0.25 g/L, la pression de surface est plus élevée en géométrie plan. Ce non recouvrement des
courbes maîtresses en géométrie goutte et plan est attribué à l’effet de courbure [188] :
Γ (t) = 2C
√
Dt
pi
±CD
R
t (4.1)
OùΓ est la concentration superficielle d’excès, D le coefficient de diffusion du composé amphiphile, t
le temps, R le rayon correspondant à la courbure de l’interface, il est négatif si le composé amphiphile
vient de l’intérieur et positif si le composé amphiphile arrive de l’extérieur à l’interface.
Lorsque l’on considère la courbure de l’interface, Γ (t) est ralentit lorsque les protéines arrivent de
l’intérieur (cas d’une goutte de solution) et accélérée lorsque les protéines arrive de l’extérieur (cas
d’une bulle dans la solution).
La figure 4.2 (b) montre les facteurs d’échelle en fonction de la concentration d’isolat protéique
en volume pour les mesures en goutte pendante (ronds vides bleus) et géométrie plan (ronds pleins
rouges) . Les facteurs d’échelles utilisés pour la construction des courbes maîtresses suivent le modèle
diffusif et ont des valeurs similaires aux mêmes concentrations d’isolat protéique en volume. Cela
est une indication de la fiabilité des mesures pour ces deux géométries.
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Fig. 4.2: a) Pression de surface en fonction du temps normalisé par le facteur d’échelle αΠ pour les mesures
obtenues avec les géométries goutte (Bleu dégradé) et plan (rouge dégradé).
b) Facteur d’échelle α en fonction de la concentration d’isolat protéique en volume C pour les me-
sures en goutte pendante (ronds vides bleus) et géométrie plan (ronds pleins rouges). Le trait plein
correspond à un modèle diffusif sans paramètre libre (eq. 5.9).
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4.3 Temps de latence
Les temps nécessaires pour mesuré une valeur non nulle de la pression de surface Π sont appelés
les temps de latences. Ils ont été déterminés par des mesures provenant de la méthode de la goutte
pendante et de la plaque de Wilhelmy (géométrie plan) comme le montre la figure 4.3 (a).
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Fig. 4.3: a)Pression de surface en fonction du temps, mesuré par goutte pendante (triangles vides) et plaque de
Wilhelmy (ronds pleins).
b) Temps de latence en fonction de la concentration d’isolat protéique en volume. La bande représente
le modèle diffusif (eq. 4.2).
Les temps de latence sont mesurés par la méthode des tangentes comme le montre la figure 4.3
(a). L’incertitude relative des temps de latence a été estimée à 50 % en moyennant les écarts entre la
mesure de tl1 à l’intersection des tangentes et le début de l’inflexion des courbes aux temps plus courts
(fig. 4.3 (a)). Lorsque la répétition expérimentale donne une incertitude plus grande, elle ajoutée. La
modélisation des temps de latence par le modèle diffusif s’écrit ainsi :
tl1 =
pi
D
(
Γl1
2C
)2
(4.2)
Où tl1 est le temps de latence, Γl1 la concentration superficielle d’excès latente, C la concentration
des espèces en volume, D le coefficient de diffusion des espèces s’adsorbant à l’interface. Pour mo-
déliser nos mesures on considère D = Drapide mesuré par diffusion dynamique de la lumière, C la
concentration d’isolat protéique en solution et Γl1 = 0.5 mg/m
2 la concentration superficielle d’excès
latente, donnée dans la publication (figure 6(a)) de ce chapitre. On remarque que la concentration su-
perficielle d’excès latente pour la β -caséine est très proche (Γl1 = 0.48 mg/m
2 [189]) de celle obtenue
pour les gliadines.
La figure 4.3 (b) représente les temps de latences obtenus par la méthode des tangentes (fig. 4.3(a))
en fonction de la concentration d’isolat protéique en volume. Les mesures des temps de latence sont
compatibles avec le modèle diffusif. Pourtant les gammes de concentration utilisées ne permettent
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pas de construire les courbes maîtresse à cause de l’effet de déplétion. La déplétion augmente avec
le temps et n’est donc visible qu’à temps suffisamment long . Aux temps de latence, dans l’intervalle
de concentrations compris entre 0.001 g/L et 0.04 g/L, la déplétion du volume ne semble pas agir
fortement sur les temps de latence puisqu’ils sont compatibles avec le modèle diffusif (4.3 (b)). En
revanche, l’effet de déplétion agit à temps plus long, empêchant la construction de courbe maîtresse.
4.4 Mesures annexes
4.4.1 Rhéologie de cisaillement du film interfacial
Afin de compléter les mesures de rhéologie dilatationnelle et d’affirmer ou infirmer l’hypothèse
d’un film gélifié, on utilise la géométrie bicône pour réaliser des mesures de rhéologie de cisaillement
de l’interface comme illustré sur la figure 4.4 (a).
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Fig. 4.4: a) Schéma du bicône à l’interface a/e.
b) Couple en fonction du temps à différentes amplitude et fréquence avec le solvant acétique et une
solution de gliadines à 1 g/L.
La figure 4.4 (b) montre les couples en fonction du temps avec le solvant acétique et une solution de
gliadines à 1 g/L. La limite de détection fournit par le constructeur est de 10−8 N.m (traits en poin-
tillés). Cependant, les couples obtenus avec le solvant apparaissent supérieurs aux mesures obtenues
avec la solution protéique. De plus le vieillissement du film n’a entraîné aucune augmentation qui
semble mesurable. On peut donc supposer que la limite de détection n’est pas atteinte. Il n’est donc
pas possible d’interpréter les résultats de G′ et G′′, dont le calcul donne des valeurs parfois négatives,
pour évaluer la viscoélasticité du film protéique. On remarque que les modules élastiques et visqueux
d’un film protéique formé avec de la β -caseine sont très faibles (G′ et G′′ compris entre 10−5N/m
et 10−4N/m, obtenus avec la méthode de l’aiguille mgnétique [41? ? ] et des valeurs de G′ et G′′ de
l’ordre de grandeur 10−8N/m obtenus par micro-rhéologie [? ]). Etant donné la similarité de compor-
tement des gliadines et des caséines, on peut facilement supposer que les modules de cisaillement des
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gliadines sont également très faibles et devront être mesurés par une méthode plus sensible comme
la méthode de l’aiguille magnétique.
4.4.2 Variation de composition gliadines/gluténines
Des mesures de pression de surface ont été effectuées avec un isolat protéique contenant une com-
position de masse équivalente de gliadines et de gluténines (isolat gli/glu) afin d’évaluer la contribu-
tion des gluténines dans l’isolat de gliadines (isolat gli) précédemment étudié.
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Fig. 4.5: Chromatographie d’exclusion stérique en phase liquide à haute pression (HPLC) d’un isolat protéique
contenant des fractions massiques de gliadines et de gluténines similaires.
La figure 4.5 montre les HPLC en fonction de la masse molaire. Le premier pic à 9 min correspond
au pic exclu, il est associé aux espèces de masse molaire supérieures à 106 g/mol. La première bande
large, entre 9.3 min et 13.2 min correspond aux globulines. Le pic entre 13.2 min et 14.5 min corres-
pond aux gliadines ω , le pic entre 14.5 min et 16 min correspond aux gliadines α/β et γ , les deux
derniers pics correspondent aux globulines et albumines de blé. Par rapport d’aires, on peut estimer la
proportion de gliadines, de gluténines et de globulines et albumines dans les deux isolats. Le tableau
montre ces proportions et rappelle celles de l’isolat de gliadines.
Tab. 4.1: Composition des isolats en fraction massique (% w/w)
Protéines Isolat gli Isolat gli/glu
Gluténines 9 % 45 %
Gliadines ω 13 % 16 %
Gliadines α/β et γ 71 % 29 %
Albumines et globulines 7 % 10 %
La figure 4.6 montre l’évolution temporelle de la pression de surface à l’interface a/e pour des solu-
tions préparées avec le lot gli (symboles bleus) et le lot gli/glu (étoiles rouges) à différentes concen-
trations d’isolat en solution. La pression de surface augmente avec le temps pour les deux lots en
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Fig. 4.6: Pression de surface en fonction du temps à l’interface a/e obtenue avec les isolats gli (symboles bleus
dégradés) et gli/glu (étoiles rouges) à différentes concentrations d’isolat protéique en solution.
suivant une forme similaire, décalée en temps. Le lot mixte est moins tensio-actif que le lot gli et
suggère que les glu ne sont pas ou peu tensio-actives. Cela est compatible avec la structure primaire
des gluténines, plus riche en acides aminés hydrophiles.
Le lot gli/glu contient 45 % de gliadines, une solution à 10 g/L de ce lot contient donc 4.5 g/L de
gliadines, pourtant, l’évolution temporelle de Π est similaire à une courbe obtenue avec une solution
à 1 g/L du lot gli, soit 0.84 g/L de gliadines. On peut donc supposer que l’augmentation de la propor-
tion de gluténines diminue l’aptitude tensioactive des gliadines.
Une courbe maîtresse peut être créée par décalage des courbes en temps pour les deux interfaces
sur un principe de superposition temps/concentration. La translation en temps sur un graphique tracé
en échelle logarithmique équivaut à multiplier le temps de la courbe par un facteur d’échelle αΠ ,
permettant la juxtaposition des courbes. On choisit arbitrairement la courbe de référence à 1 g/L afin
de pouvoir comparer les courbes maîtresses obtenues avec les deux lots.
La courbe maîtresse (fig. 5.11) est construite par le recouvrement de la courbe de référence (ici la me-
sure à 1g/L pour les deux interfaces) avec les courbes obtenues à d’autres concentrations de manière
à maximiser la juxtaposition (en échelle logarithmique les points aux temps courts ont donc plus de
poids que les points aux temps plus longs). La figure 4.7 (a) montre les courbes maîtresses de pres-
sions de surface en fonction du temps normalisé par αΠ t, pour les deux lots. L’allure de la pression
de surface Π avec le temps est la même pour les deux isolats, cela suggère que ce sont les mêmes
espèces adsorbées à l’interface. Cependant la courbe obtenue avec le lot gli/glu apparaît décalée, elle
se superpose à la courbe maîtresse obtenue pour le lot gli avec un facteur
1
18
. Cela indique que le
lot gli/glu est moins tensioactif que le lot gli et supporte l’hypothèse d’interactions entre gliadines et
gluténines conduisant à des assemblages pas ou peu tensio-actifs dans le lot mixte. Le recouvrement
des courbes maîtresses est valable jusqu’à Π = 20 mN/m. Des mesures complémentaires seraient
nécessaires avec le lot gli/glu pour identifier clairement le comportement à temps αΠ t plus long.
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Fig. 4.7: a) Pression de surface en fonction du temps normalisé par le facteur d’échelle αΠ pour les mesures
obtenues avec les lots gli (Bleu) et gli/glu (rouge). Courbe gli/glu décalée d’un facteur
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b) Facteur d’échelle αΠ en fonction de la concentration C. Le trait plein correspond à un modèle
diffusif sans paramètre libre (eq. 5.9).
La figure 4.7 (b) montre les facteurs d’échelles en fonction de la concentration en isolat C. La concen-
tration de référence est de 1 g/L. Les facteurs d’échelles permettant d’obtenir la courbe maîtresse de
pression avec le facteur d’échelle du lot gli/glu à 10 g/L est dans l’ordre de grandeur de ce qui a été
obtenu pour le lot gli.
5. ISOLAT PROTÉIQUE DE TOURNESOL AUX INTERFACES AIR/EAU ET
HUILE/EAU
Dans ce chapitre, nous étudions la cinétique de formation et la structure d’un film protéique formé
aux interfaces air/eau (a/e) et hexadécane/eau (h/e) d’une solution d’isolat de tournesol en combinant
les mesures de pression de surface, de viscoélasticité interfaciale, de profil optique de l’interface et
des mesures de l’évolution de la turbidité de gouttes pendantes. Les solutions sont préparées dans
l’hydroxyde de sodium à pH 10 car la solubililité de l’isolat est maximale dans ce solvant et le pH est
maintenu constant par l’isolat. Les concentrations d’isolat protéique vont de de 0.01 g/L à 100 g/L.
5.1 Mesures expérimentales et premières analyses
5.1.1 Pression de surface en fonction du temps
La pression de surface est mesurée au cours du temps par la méthode de goutte pendante : une
goutte de solution protéique pend au bout d’un capillaire, dans l’air ou l’hexadécane. Le temps t est
le temps écoulé depuis la formation de la goutte. La mesure est effectuée pour un âge du film inter-
facial allant de 5 à 3600 s aux interfaces air/eau (a/e) et hexadécane/eau (h/e). La figure 5.1 montre
les pressions de surface, Πa/e, à l’interface a/e (a) et Πh/e, à l’interface h/e (b) en fonction du temps
t, pour des concentrations C d’isolat protéique en solution, allant de 0.02 g/L à 10 g/L (a) et de 0.01
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Fig. 5.1: Pression de surface en fonction du temps à différentes concentrations d’isolat protéique en volume,
aux interfaces a/e (a) et h/e (b).
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g/L 100 g/L (b). Les incertitudes sur la pression de surface, ∆Π = 2 mN/m, sont déterminées par la
répétition des mesures.
Des comportements similaires sont observés pour les deux types d’interface. Quand C ≤ 0.3 g/L à
l’interface a/e, et C ≤ 0.1 g/L à l’interface h/e, la pression de surface est nulle aux temps courts,
puis augmente après un temps appelé temps de latence tl1 . Lorsque la concentration est comprise
entre 0.05 et 3 g/L à l’interface a/e et entre 0.02 et 0.5 g/L à l’interface h/e, Π atteint un pseudo-
plateau pendant lequel la pression de surface n’augmente que très faiblement avec le temps. Après
ce pseudo-plateau, pour C compris entre 1 et 10 g/L à l’interface a/e et C compris entre 0.2 et 100
g/L à l’interface h/e, on observe une nouvelle phase d’augmentation de Π en fonction du temps, sans
toutefois atteindre d’équilibre, dans la limite du temps de mesure (1 h).
Le premier temps de latence tl1correspond au temps nécessaire pour que les protéines atteignent
une concentration superficielle d’excès latente faisant augmenter la pression de surface au delà des
incertitudes de mesures [24]. Le temps de latence est mesuré par la méthode des tangentes comme
le montre la figure 5.2. La tangente ∆Π pour t → 0 est tracée ainsi que la tangente ∆Π lorsque la
pente est significativement supérieure à 1. L’intersection entre les tangentes correspond au temps de
latence. L’incertitude relative des temps de latence a été estimée à 50 % à l’interface a/e et 60 %.
Lorsque la répétition expérimentale donne une incertitude plus grande, elle est ajoutée (fig. 5.2). A
l’interface h/e, une faible augmentation de pression de surface est visible à temps court et la transition
vers l’augmentation de pression de surface est moins abrupte que pour l’interface a/e. La figure 5.3
montre l’évolution des temps de latence tl1 avec la concentration d’isolat protéique en solution, aux
interfaces h/e et a/e. Pour une même concentration en volume, le temps de latence est toujours plus
grand à l’interface a/e qu’à l’interface h/e. De plus, on mesure que le temps de latence diminue avec
la concentration en suivant une loi de puissance C−p où p= 1.8±0.2 à l’interface a/e et p= 1.6±0.6
à l’interface h/e.
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Fig. 5.2: Pression de surface en fonction du temps aux interfaces a/e (a) et h/e (b). L’intersection des tangentes
est utilisée pour déterminer le temps de latence tl1 .
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Fig. 5.3: Temps de latence tl1 en fonction de la concentration, aux interfaces air/eau (carrés vides bleus) et
hexadécane/eau (carrés pleins orangés). Les lignes correspondent aux meilleurs ajustement par une
loi de puissance.
On définit également les temps de latence tl2,min et tl2,max comme correspondant aux temps d’entrée
et de sortie des pseudo-plateaux en pression de surface. Ces temps de latence sont obtenus par la
méthode des tangentes comme le montre la figure 5.4. Les incertitudes sur les temps de latence sont
obtenues par les variations possibles lors du tracé des tangentes dont l’incertitude relative est évaluée
à 50 % à l’interface a/e et 60 % à l’interface h/e. La figure 5.5 (a) montre les temps de latence à
l’entrée tl2,min et à la sortie tl2,max des pseudo-plateaux, mesurés en fonction de la concentration en
volume, aux interfaces a/e (symboles vides) et h/e (symboles pleins). Les temps de latences d’entrée
tl2,min et de sortie tl2,max sont du même ordre de grandeur pour les deux types d’interface étudiés bien
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Fig. 5.4: Pression de surface en fonction du temps, aux interfaces a/e (a) et h/e (b). Les temps de latence sont
obtenus par l’intersection des tangentes.
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Fig. 5.5: a) Temps de latence au début et à la fin des pseudo-plateaux en fonction de la concentration. Les
lignes correspondent aux ajustements par des lois de puissance.
b) Pression de surface à l’entrée et la sortie des pseudo-plateaux en fonction de la concentration. Les
lignes horizontales correspondent aux valeurs moyennées aux différentes concentrations.
que le temps de latence d’entrée soit légèrement plus court à l’interface h/e qu’à l’interface a/e. On
observe que tl2,min et tl2,max décroissent avec la concentration pour les deux interfaces en suivant les lois
de puissance en C−p où p = 1.0±0.2 à l’entrée des pseudo-plateaux à l’interface a/e, p = 1.6±0.4
à l’interface h/e ; et p = 0.7±0.3 à la sortie des pseudo-plateaux à l’interface h/e, les deux points à
l’interface a/e sont compatibles avec la loi de puissance en C−p avec p = 0.7±0.3. Les incertitudes
sur les lois de puissance sont déterminées par les exposants minimum et maximum des ajustements
passant par les barres d’incertitude des points de mesures. La figure 5.5 (b) montre la pression de
surface à l’entrée Πl2,min et à la sortie Πl2,max des pseudo-plateaux en fonction de la concentration en
volume. Les pressions de surface correspondant aux pseudo-plateaux apparaissent peu dépendantes
de la concentration et ont pour valeur moyenne Πl2,a/e = 15± 2 mN/m à l’interface a/e et Πl2,h/e =
22±3 mN/m à l’interface h/e.
5.1.2 Profil optique
Pour étudier l’évolution du profil optique aux interfaces a/e et h/e en présence de protéines, on
commence par détecter l’écart ∆θB entre l’angle de Brewster θB,C obtenu avec une solution protéique
de concentration C et avec le solvant pur θB,0 : ∆θB = θB,C−θB,0. La figure 5.6 montre la variation
de ∆θB 1 h après la formation du film protéique, en fonction de la concentration d’isolat protéique
en volume. L’incertitude sur l’angle de Brewster est de 0.05◦, elle est obtenue par la répétition des
mesures. L’angle de Brewster ne varie pas au delà des incertitudes dans la gamme de concentrations
C ≤ 10 g/L. Lorsque le film est optiquement trop fin pour faire varier l’angle de Brewster au delà
de 0.1◦ la théorie des perturbations est appropriée et permet de déduire le paramètre de déviation
optique I1.
La figure 5.7 montre le paramètre de déviation I1 mesuré en fonction du temps aux interfaces a/e (a)
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Fig. 5.6: Variation de l’angle de Brewster ∆θB par rapport à celui obtenu avec le solvant θB,0 en fonction de la
concentration en isolat protéique en volume pour un film âgé de 1 h aux interfaces air/eau (symboles
vides bleus) et hexadécane/eau (symboles pleins orangés).
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Fig. 5.7: Paramètre de déviation I1,a/e et I1,h/e aux interfaces a/e (a) et h/e (b) en fonction du temps pour les
concentrations protéiques indiquées dans les légendes. L’incertitude de mesure est représentée sur le
premier point de la plus haute concentration.
et h/e (b). Les incertitudes sont obtenues par la répétition des mesures effectuées avec le solvant et
les solutions protéiques : ∆ I1,a/e =±0.1 nm et ∆ I1,h/e =±0.03 nm aux interfaces a/e et h/e, respec-
tivement.
A l’interface a/e le paramètre de déviation I1,a/e est positif. Il croît avec le temps, pour toutes les
concentrations d’isolat protéique en solution étudiées (C de 0.005 à 10 g/L) et est d’autant plus élevé
que C est grande.
A l’interface h/e, le paramètre de déviation I1,h/e est non monotone. Il est positif et augmente pour
des concentrations C ≤ 0.03 g/L et est constant dans la limite du temps de mesure pour C = 0.1 et 1
g/L . Pour C = 10 g/L, on mesure que I1,h/e est comparable aux mesures effectuées avec le solvant
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aux temps courts (I1,h/e = 0 nm) et devient négatif et décroissant à partir de 1000 s.
La non monotonie et le changement de signe de I1,h/e (fig. 5.7) traduisent les variations de l’indice de
réfraction interfacial nL autour de l’indice de réfraction de l’hexadécane nh. Lorsque I1,h/e est positif
nL > nh et inversement lorsque I1,h/e est négatif nL < nh.
A l’interface a/e ou h/e le paramètre de déviation s’écrit analytiquement de la façon suivante :
I1,0/e =
∫ +∞
−∞
(n2L(z)−n20)(n2L(z)−n2e)
n2L(z)
dz (5.1)
Où nL(z) est l’indice de réfraction du film interfacial en fonction de la hauteur z, z = 0 à l’interface,
z > 0 dans le milieu 0 (dans notre cas, l’air ou l’hexadécane) et z < 0 dans l’eau. ne est l’indice de
réfraction de la solution protéique. Dans notre cas, ne = 1.333 pour les concentrations C < 10 g/L et
ne = 1.334 pour C = 10 g/L.
A l’interface a/e, en supposant que le film est principalement dans l’eau, l’indice de réfraction
du film interfacial nL est ne < nL < np où np = 1.503 est l’indice de réfraction de l’isolat protéique.
L’indice de réfraction de l’air na = 1 et celui de la solution ne = 1.333. Avec ces paramètres, on peut
faire l’approximation (n
2
L(z)−n2a)
n2L(z)
≈ (n2e−n2a)n2e . Cette approximation est nécessaire à la modélisation de la
concentration superficielle d’excès à partir du paramètre de déviation I1,a/e (section 2.1.4.2).
A l’interface h/e, en supposant que le film est principalement dans la solution protéique ne < nL <
np. L’indice de réfraction de l’hexadécane est nh = 1.432. Avec ces paramètres, l’approximation
(n2L(z)−n2h)
n2L(z)
≈ (n2e−n2h)n2e n’est pas valide. Par conséquent il n’est pas possible de modéliser la concentra-
tion superficielle d’excès à partir du paramètre de déviation I1,h/e (section 2.1.4.2).
Pour illustrer les profils optique aux interfaces a/e et h/e, on définit le contraste optique entre
le film interfacial et la solution protéique ∆nL/e = nL− ne, où nL est l’indice de réfraction du film,
ne est l’indice de réfraction de l’eau. On définit le contraste optique entre le film interfacial et l’air
∆nL/a = nL−na et l’hexadécane ∆nL/h = nL−nh.
La figure 5.8 montre la hauteur z en fonction de l’indice de réfraction, au voisinage de l’interface
correspondant à z = 0. Les traits pleins correspondent au profil de l’indice de réfraction pour une
interface vierge. Les traits en pointillés montrent le profil optique en présence d’un film protéique
complètement dans l’eau. Le profil optique du film protéique est tracé avec une valeur de l’indice
de réfraction interfacial nL constante et une épaisseur arbitraire. nL peut varier entre l’indice de ré-
fraction de la solution (ne = 1.333) et l’indice de réfraction de l’isolat protéique (np = 1.503). Les
fractions protéiques dans le film interfacial sont modélisées par l’indice de réfraction interfacial (eq.
5.13). On choisie les fractions protéiques de 30 % et 70% de manière à montrer que I1 change de signe
pour l’interface h/e uniquement, lorsque le film est supposé uniquement dans l’eau. Les contrastes
optiques du film avec chacune des phases sont symbolisés par des doubles flèches. A l’interface a/e
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Fig. 5.8: Schéma du profil optique d’un film protéique intégralement dans l’eau aux interfaces a/e (a) et h/e (b).
∆nL/e est le contraste optique du film avec la solution protéique, ∆nL/a et ∆nL/h sont respectivement
les contrastes optiques du film avec l’air et l’hexadécane.
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Fig. 5.9: Schéma du profil optique d’un film protéique intégralement dans l’air à l’interface a/e (a) et intégra-
lement dans l’huile à l’interface h/e (b).
(fig. 5.8(a)), le contraste optique entre le film et l’air est dans tous les cas plus grands que le contraste
entre le film et l’eau.
A l’interface h/e, les mesures expérimentales de I1,h/e sont positives dans les premiers moments de
formation du film interfacial (fig. 5.7). Par conséquent, nh < nL < np comme c’est le cas sur la figure
5.8 (b) pour une fraction protéique à 70 %. Cependant, une fraction protéique aussi grande dans les
premiers moment de l’adsorption n’est pas possible. I1,h/e positif indique donc que le film à l’inter-
face h/e est avec une fraction non négligeable dans l’huile. La figure 5.9 montre les profils optiques
des films protéiques à 30 % et 70 % en considérant tout le film dans l’air (fig. 5.9 (a)) et dans l’eau
(fig. 5.9 (b)). Dans ce cas Ih,e est positif quelque soit la fraction protéique adsorbée. Au contraire à
l’interface a/e, lorsque la fraction protéique n’est pas suffisante pour donner un indice de réfraction
moyen supérieur à celui de la solution, Ia,e est négatif.
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En faisant l’approximation (n
2
L(z)−n2a)
n2L(z)
≈ (n2e−n2a)n2e , possible uniquement à l’interface a/e, en consi-
dérant le film principalement dans l’eau, le paramètre de déviation peut alors s’écrire :
I1,a/e ≈
n2e−n2a
n2e
∫ +∞
−∞
(n2L(z)−n2e)dz (5.2)
Γ ≈ n
2
e
n2e−n2a
I1,a/e
(
∂n2e
∂φp
)−1
(5.3)
Où I1,a/e est le paramètre de déviation de l’interface d’une solution protéique par rapport à l’interface
vierge, ne est l’indice de réfraction de la solution à la fraction volumique en protéines φp.
10 100 1000 10000
0.1
1
10
 10g/L
 3g/L
 1g/L
 0.2g/L
 0.1g/L
 0.05g/L
 0.02g/L
 0.005g/L
  m
 
(m
g/
m
2 )
t (s)
Fig. 5.10: Concentration superficielle d’excès en fonction du temps pour différentes concentrations protéiques
en solution, à l’interface a/e. Le trait plein correspond à la valeur Γm = 3.0 mg/m2.
La figure 5.10 montre la concentration superficielle d’excès Γ en fonction du temps à l’interface a/e.
L’incertitude sur Γ vient de la propagation de l’incertitude sur I1,a/e. La concentration superficielle
d’excèsΓ croît en fonction du temps de façon monotone pour toutes les concentrations en protéines et
Γ est, en général, d’autant plus grand que C augmente. Néanmoins la forme des courbes en fonction
du temps varie selon la concentration. Les mesures effectuées avec les concentrations comprises
entre C =0.02 et 0.2 g/L se rejoignent vers un plateau à la valeur Γm = 3.0 mg/m2. Γ croît au delà
du pseudo-plateau. La plus haute concentration superficielle d’excès (Γ = 7.0 mg/m2) est mesurée
après 1 h avec la plus haute concentration d’isolat protéique en volume (C = 10 g/L).
5.1.3 Construction de courbes maîtresses
L’observation de la similitude dans les formes des courbes temporelles de pression de surface,
mesurées pour différentes concentrations d’isolat protéique en volume, a conduit à la construction de
courbes maîtresses. Celles-ci sont construites par décalage des courbes en temps pour les deux inter-
faces sur un principe de superposition temps/concentration. La translation en temps sur un graphique
tracé en échelle logarithmique équivaut à multiplier le temps de la courbe par un facteur d’échelle
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Fig. 5.11: a) Pression de surface de la figure 5.1 en fonction du temps normalisé par αΠ aux interfaces hexa-
décane/eau (symboles pleins orangés) et air/eau (symboles vides bleues).
b) Concentration superficielle d’excès de la figure 5.10 en fonction de αΓ à l’interface a/e.
αΠ , permettant la juxtaposition des courbes. La courbe de référence est choisie de manière à contenir
le premier temps de latence à tl1 et l’entrée aux pseudo-plateaux à tl2,min . Les courbes maîtresses (fig.
5.11) sont construites par le recouvrement des courbes de référence (ici les mesures à 0.1 g/L pour
les deux interfaces) avec les courbes obtenues à d’autres concentrations de manière à maximiser la
juxtaposition (en échelle logarithmique les points aux temps courts ont donc plus de poids que les
points aux temps plus longs).
La figure 5.11 (a) montre les courbes maîtresses obtenues pour la pression de surface en fonction
du temps normalisé par αΠ t, pour les deux interfaces. Les courbes forment une courbe maîtresse
avec un très bon recouvrement jusqu’aux pseudo-plateaux (à Πl2 = 15±2 mN/m à l’interface a/e et
Πl2 = 22±3 mN/m à l’interface h/e). Π croît au delà des pseudo-plateaux après un temps normalisé
croissant avec la concentration sans atteindre de valeur stationnaire dans la limite du temps de mesure
(1h).
La figure 5.11 (b) montre l’ajustement de la concentration superficielle d’excès en fonction du temps
normalisé, à l’interface a/e pour des concentrations comprises entre 0.005 g/L et 0.2 g/L. Les courbes
forment une courbe maîtresse et croissent continument avec le temps jusqu’à Γ = 3.0±0.2 mg/m2.
Pour des concentrations en volume plus élevées, les courbes des concentrations superficielles d’excès
au cours du temps (fig. 5.10) ne peuvent pas se superposer.
La construction des courbes maîtresses nécessite d’utiliser un facteur d’échelle différent pour chaque
concentration comme le montre la figure 5.12. Les ronds et étoiles vides correspondent respective-
ment aux valeurs utilisées pour Π et Γ à l’interface a/e, les ronds pleins correspondent aux valeurs
utilisées pour Π à l’interface h/e. Les incertitudes sont obtenues expérimentalement par la répétition
des mesures en prenant les valeurs maximum et minimum du facteur d’échelle pour chaque concen-
tration et par l’intervalle de décalage possible des courbes pour construire les courbes maîtresses. Les
facteurs d’échelles utilisés pour la construction d’une courbe maîtresse des données de concentration
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Fig. 5.12: Facteur d’échelle αΠ et αΓ en fonction de la concentration d’isolat protéique en solution. Le trait
plein correspond au meilleur ajustement de tous les points par une loi de puissance.
superficielle d’excès et de pression de surface concordent. De plus, on peut également observer des
facteurs d’échelle similaires entre les interfaces a/e et h/e. Le facteur d’échelle croît avec la concentra-
tion d’isolat protéique en solution en suivant une loi de puissance Cp pour les deux types d’interfaces
où p = 1.6±0.2.
Pour sonder la contribution de l’adsorption protéique dans l’évolution temporelle de la courbe
maîtresse de pression de surface, un lavage de la goutte est effectué par un double capillaire coaxial.
Cela permet de réduire la concentration protéique dans le volume d’une goutte plongée dans l’hexa-
décane, sans détruire la surface de cette goutte (protocole 2.18). La figure 5.13 montre l’évolution
de pression de surface en fonction du temps normalisé pour quatre lavages et la courbe maîtresse
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Fig. 5.13: Pression de surface en fonction du temps normalisé par αΠ sans lavage (bleu foncé en arrière plan)
et avec procédure de lavage (au premier plan).
5. Isolat protéique de tournesol aux interfaces air/eau et huile/eau 143
obtenue précédemment (traits bleues, fig. 5.11), à l’interface hexadécane/eau. Le lavage correspond
au moment où la pression de surface Π est fortement bruitée. La courbe maîtresse en bleu foncé
permet de comparer l’évolution temporelle de Π avec et sans lavage par rapport aux mesures sans
lavage. Les courbes avec lavage sont décalées en temps pour se juxtaposer à la courbe maîtresse.
Le remplacement de la solution protéique par le solvant débute à Π = 2 mN/m pour C = 0.01 g/L,
Π = 2 et 5 mN/m pour C = 0.05 g/L et Π = 23 mN/m pour C = 1 g/L.
Avant le lavage, les courbes se juxtaposent sur la courbe maîtresse indiquant une bonne reproducti-
bilité des mesures. Les facteurs d’échelle se superposent avec ceux obtenus sans lavage (fig. 5.16).
Après le lavage, lorsque l’adsorption des protéines provenant du volume est nulle, Π ne suit plus la
courbe maîtresse et devient stationnaire. Π dépend donc de l’adsorption des protéines dans la gamme
de pressions de surface où le lavage a été effectué. De plus, puisque Π ne décroît pas après lavage,
l’adsorption apparaît irréversible, suggérant une énergie de désorption très supérieure à kBT à l’in-
terface h/e.
Le lavage n’a été effectuée à l’interface a/e que pour l’isolat de blé et les résultats sont similaires à ce
qui a été trouvé pour l’isolat de tournesol à l’interface h/e. On s’attend donc à des résultats similaires
avec l’isolat de tournesol à l’interface air/eau, c’est à dire une adsorption irréversible des protéines et
une augmentation de Π gouvernée par l’adsorption des protéines.
5.2 Modélisation cinétique
5.2.1 Période d’induction, premiers temps de latence
Les temps de latence tl1 (fig. 5.15) suivent une loi de puissance C
−p où p = 1.8± 0.2 à l’inter-
face a/e et p = 1.6± 0.6 à l’interface h/e. Cela est proche d’une loi de puissance en C−2, signature
de processus diffusif. En prenant comme mécanisme limitant l’adsorption diffusive des espèces am-
phiphiles, la concentration superficielle d’excès en fonction du temps s’écrit de la manière suivante
[23] :
Γ (t) = 2C
√
Dt
pi
(5.4)
Où C est la concentration d’isolat protéique en solution, D le coefficient de diffusion des espèces
s’adsorbant à l’interface. Dans le cas de l’isolat de tournesol, on a montré par diffusion de la lumière,
l’existence de deux populations, rapides et lentes (Drapide = 35± 5 µm2/s, RH,rapide = 6± 1 nm et
Dlent = 2.8±0.4 µm2/s, RH,lent = 77±10 nm). Le nombre d’espèces de la population lente est né-
gligeable devant celui de la population rapide, on suppose donc que la concentration superficielle
d’excès est contrôlée par l’adsorption de la population rapide (section 3.2.2).
Pour prédire un temps de latence tl1 il est nécessaire d’estimer une concentration superficielle
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Fig. 5.14: Pression de surface en fonction de la concentration superficielle d’excès à l’interface air/eau. Le trait
plein montre la concentration superficielle d’excès nécessaire à l’augmentation de la pression de
surface, les pointillés correspondent aux incertitudes expérimentales de Γ pour Π = 0.5 mN/m.
d’excès latenteΓl1 correspondant à la quantité de matière minimale produisant une pression de surface
non nulle. On peut évaluer cette quantité par les mesures de pression de surface et de concentration
superficielle d’excès effectuées par ellipsométrie (fig. 5.11 (b)) en parallèle sur la même interface a/e
uniquement. On ne peut donc pas évaluer la pertinence de ce modèle avec les mesures à l’interface
h/e. Les mesures et interprétations suivantes ne concerne que l’interface a/e. Les mesures des temps
de latence étant proche de Π = 0 mN/m, on évalue la concentration superficielle d’excès latente à la
pression de surface Π = 0.5 mN/m car cette mesure est significativement supérieure à la sensibilité
de la mesure qui est de 0.1 mN/m.
La figure 5.14 montre la pression de surface en fonction de la concentration superficielle d’excès à
l’interface a/e. La pression de surface atteint Π = 0.5 mN/m lorsque la concentration superficielle
d’excès atteint Γl1 = 1.8±0.2 mg/m2. L’incertitude est obtenue par la dispersion des courbes Π(Γ ).
La modélisation du temps de latence s’écrit comme suit (provenant de l’eq. 5.4) :
tl1 =
pi
D
(
Γl1
2C
)2
(5.5)
Sur la figure 5.15, on observe que les temps de latence expérimentaux sont plus élevés que ceux pré-
dits par le modèle diffusif (eq. 5.5) d’un ordre de grandeur. On peut définir un coefficient de diffusion
apparent Da qui prend en compte une diminution de la diffusion dû à une barrière d’adsorption. Le
coefficient de diffusion apparent s’écrit de la manière suivante [25] :
Da = D.exp(
−2εa
RT ) (5.6)
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Avec εa l’énergie d’activation de la réaction d’adsorption (type loi d’Arrhenius), R la constante des
gaz parfaits et T la température.
L’ajustement des données expérimentales donne Da = 2.3± 0.5µm2/s. Cela correspond à une
énergie d’activation par protéine de (1.4±0.2)kBT à l’interface a/e. On remarque que ce coefficient
de diffusion apparent est similaire à celui de la population lente Dlent = (2.8±0.4)µm2/s.
Ainsi, la première étape d’adsorption des protéines à l’interface a/e apparaît guidée par la diffusion
des protéines jusqu’à l’interface puis ralentie pendant l’adsorption.
Les mesures à l’interface h/e montrent des temps de latence plus courts qu’à l’interface a/e. On ne
peut pas mesurer la concentration superficielle d’excès à l’interface h/e, ce qui empêche de faire une
analyse similaire à celle effectuée à l’interface a/e.
5.2.2 Courbes maîtresses
L’ajustement des facteurs d’échelles avec la concentration en loi de puissance Cp où p= 1.6±0.2
est proche d’une loi de puissance en C2. La démarche consiste à modéliser les facteurs d’échelle
α(C) par le modèle d’adsorption diffusive (eq. 5.4) et d’évaluer les zones de la courbe maîtresse
où le modèle diffusif est valable. Pour modéliser les facteurs d’échelle par le modèle diffusif, il est
nécessaire de faire plusieurs approximations :
- A une valeur de pression de surface correspond une seule valeur de concentration superficielle
d’excès, c’est à dire que la fonction Π(Γ ) est monotone.
- L’adsorption est irréversible comme on a pu le vérifier expérimentalement (fig. 5.13) par les
expériences de lavage.
   Modèle diffusif
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Fig. 5.15: Temps de latence tl1 en fonction de la concentration, à l’interface a/e. Le trait foncé correspond au
temps de latence prédit par le modèle diffusif (eq. 5.5) et le trait clair correspond à l’ajustement des
mesures avec le coefficient de diffusion comme paramètre libre.
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Les facteurs d’échelle αΠ qui ont servi à construire la courbe maîtresse en pression de surface
permettent également la construction d’une courbe maîtresse en concentration superficielle d’excès,
comme le montrent les graphiques de la figure 5.11, on peut donc écrire :
Γ (C, t) = Γ (Cre f , tre f ) (5.7)
avec tre f = αt
Où Cre f et tre f correspondent respectivement à la concentration de la solution protéique et à l’âge
de l’interface au moment de la mesure pour la courbe de référence (Cre f = 0.1 g/L).
En combinant les équations 5.4 et 5.7 on obtient :
2C
√
Dt
pi
= 2Cre f
√
Dαt
pi
(5.8)
α =
(
C
Cre f
)2
(5.9)
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Fig. 5.16: Facteurs d’échelles αΠ et αΓ en fonction de la concentration en isolat. Le trait plein correspond au
modèle diffusif sans paramètre libre (eq. 5.9).
La figure 5.16 montre la correspondance entre le modèle diffusif et les mesures des facteurs d’échelle
en fonction de la concentration d’isolat protéique en solution. Les facteurs d’échelle sont proches du
modèle diffusif jusqu’à la concentration C = 0.1 g/L à l’interface a/e et C = 0.5 g/L à l’interface
h/e. On peut donc identifier un régime d’adsorption contrôlé par la diffusion des protéines jusqu’aux
pressions de surface des pseudo-plateaux. La juxtaposition des courbes n’est plus possible à partir
de la sortie des pseudo-plateaux en pression de surface, donc pour des concentration d’isolat pro-
téique en solution C ≥1 g/L à l’interface a/e et C ≥0.2 g/L à l’interface h/e. Cette impossibilité de
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juxtaposition indique que la fin du pseudo-plateau est dépendant de l’âge de formation du film. Les
temps d’entrée aux pseudo-plateaux (fig. 5.5) suivent les lois de puissance en C−p où p = 1.0±0.2 à
l’entrée des pseudo-plateaux à l’interface a/e, p= 1.6±0.4 à l’interface h/e. Donc à l’interface a/e le
processus n’est plus diffusif à l’entrée des pseudo plateaux mais est encore diffusif pour l’interface
h/e. A l’interface h/e, les temps de latences à la sortie du pseudo-plateau suivent une loi de puissance
en C−p où p = 0.7±0.3, donc la sortie du pseudo-plateau correspond à un processus non diffusif.
Ces pseudo-plateaux on permis d’identifier une pression de surface latente Πl2 qui est reportée sur
les figures présentant les mesures de rhéologie interfaciale dilatationnelle (fig. 5.22). On remarque
un lien entre ces pseudo plateaux et les processus de relaxation que l’on discutera.
5.2.3 Modélisation cinétique issue du profil optique
Les mesures des angles ellipsométriques en fonction du temps permettent d’obtenir l’évolution
temporelle de la concentration superficielle d’excès. Le modèle diffusif (eq. 5.4) correspond à une
évolution temporelle de la concentration superficielle d’excès en loi de puissance 12 . Les données
expérimentales visualisées en échelle logarithmique en fonction du temps n’évoluent pourtant pas
en loi de puissance 12 malgré la correspondance des facteurs d’échelles servant à la construction
des courbes maîtresses avec le modèle diffusif (fig. 5.16, fig. 5.11). Les mesures obtenues avec les
concentrations d’isolat protéique en solution C comprises entre 0.02 et 0.2 g/L se rejoignent à un
plateau temporel de concentration superficielle d’excès (Γm = 3.0 mg/m2) qui peut correspondre à
une saturation de l’interface. Cela a conduit à utiliser un modèle d’adsorption diffusive prenant en
compte la saturation du film interfacial. Il s’écrit de la manière suivante [22] :
Γ (t) = Γm
1− exp
−2C
Γm
√
Dt
pi
 (5.10)
Où t est le temps, Γm la concentration de saturation du film interfacial, C la concentration des espèces
en volume, D le coefficient de diffusion des espèces s’adsorbant à l’interface. Pour modéliser nos
mesures on considère D = Drapide et C la concentration d’isolat protéique en solution.
La figure 5.17 montre la correspondance entre la modélisation par adsorption diffusive et les mesures.
Le modèle est ensuite tracé pour de plus basses concentrations sans paramètre libre.
La modélisation de l’adsorption diffusive avec saturation est dans l’ordre de grandeur des mesures
expérimentales. La concentration superficielle d’excès augmente à nouveau après un pseudo-plateau
où Γ = Γm. Ce plateau temporel est d’autant plus court que la concentration en isolat protéique est
élevée, il n’est plus visible pour C > 1 g/L. Cela correspond à une adsorption supplémentaire après
le régime pseudo-stationnaire.
Dans le cas du lysozyme à l’interface a/e, par réflexion des rayons-X, la modélisation de la concentra-
tion superficielle d’excès montre deux plateaux interprétés par la formation d’une première couche
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Fig. 5.17: Concentration superficielle d’excès en fonction du temps pour différentes concentrations d’isolat
en solution, à l’interface a/e. Les lignes correspondent au modèle diffusif avec saturation (eq. 5.10)
tracé à différentes concentrations d’isolat protéique en volume. La ligne horizontale en pointillés
rouge correspond à 2Γm
interfaciale dense et d’une seconde couche moins dense, sous la première [38]. On remarque que
la valeur correspondant à 2Γm, indiquée en pointillés (fig. 5.17), correspond à des pseudo-plateaux
temporels visibles pour les mesures effectuées avec les solutions à 3 et 10 g/L d’isolat protéique en
solution.
Les concentrations superficielles d’excès de latence Γl1 et de saturation Γm permettent respec-
tivement d’évaluer l’aire moyenne occupée par une protéine lorsque que les protéines entrent en
interactions et lors de la saturation de l’interface. On peut comparer le côté a du carré équivalent à
l’aire par protéine et le rayon hydrodynamique en volume. Pour obtenir l’aire par protéine on utilise
la masse molaire de l’hexamère de globulines de tournesol. La concentration superficielle d’excès
latente Γl1 est obtenue expérimentalement à l’interface a/e (fig. 5.14). Cette dernière est également
obtenue avec l’ajustement des temps de latence (fig. 5.2) par le modèle diffusif (eq. 5.5), aux deux
types d’interface a/e et h/e. Les côtés des carrés équivalent aux aires protéique moyennes sont définis
concentration superficielle d’excès latente al et à la saturation de la monocouhe am :
al1 =
√
Mw
Γl1NA
(5.11)
am =
√
Mw
ΓmNA
(5.12)
Où Mw est la masse molaire de l’hexamère de globuline de tournesol (300 kDa fig. 2.25) et NA le
nombre d’Avogadro.
al et am sont dans l’ordre de grandeur du diamètre hydrodynamique de la population rapide 2RH .
Cela suggère que la déformation des protéines lors de l’adsorption est faible et que les protéines sont
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Tab. 5.1: Concentration superficielle d’excès latente et de saturation de la monocouche, côtés équivalents aux
aires protéique moyennes et diamètre hydrodynamique
Γl1 (mg/m
2) Γm (mg/m2) al (nm) am (nm) 2RH (nm)
a/e 1.8±0.4 3.0±0.2 17±1 13±0.5 12±2
peu compressibles avec la pression de surface, jusqu’à saturation de l’interface.
5.3 Modélisation structurale
5.3.1 Profil optique sur 1 h
A l’interface a/e, il a été possible de modéliser la concentration superficielle d’excès par le profil
optique contrairement à l’interface h/e comme cela a été expliqué plus haut (fig. 5.8). Les mesures
à l’interface h/e positives, croissantes puis négative et décroissante avec le temps et la concentration
d’isolat protéique en solution donnent l’information suivante : l’indice de réfraction interfacial est
d’abord plus grand que celui de l’hexadécane et augmente puis diminue en devenant plus faible
que celui de l’hexadécane. L’augmentation de I1,h/e requiert un apport de matière. En revanche, la
décroissance de I1,h/e peut être interprétée par une diminution de la densité du film ou une anisotropie
optique du film. En considérant que le film formé est principalement dans l’eau, l’indice de réfraction
interfacial nL est modélisable par la fraction volumique en isolat protéique φp au sein de la couche
interfaciale (eq. 2.40) par l’équation suivante :
n2L = n
2
e(1−φp)+n2pφp (5.13)
Où ne = 1.333 est l’indice de réfraction de l’eau et np = 1.503 celui de l’isolat protéique (fig. 2.27).
Dans le cas où le film devient optiquement anisotrope, le paramètre de déviation I1 s’écrit de la
manière suivante :
I1,h/e =
∫ +∞
−∞
[
(n2L,⊥(z)−n2h)(n2L,⊥(z)−n2e)
n2L,⊥(z)
+(n2L,‖−n2L,⊥)
]
dz (5.14)
Où n0 est l’indice de réfraction de la phase légère (l’air ou l’hexadécane), n2L,⊥ et n
2
L,‖ sont respective-
ment, l’indice de réfraction du film interfacial perpendiculaire et parallèle à l’interface, z la hauteur,
z = 0 à l’interface, z > 0 dans l’hexadécane et z < 0 dans l’eau.
I1,h/e diminue avec la différence entre les indices de réfraction interfaciaux parallèle et perpendi-
culaire à l’interface. Cependant, dans les limites expérimentales en temps et concentrations, l’aniso-
tropie progressive du film aurait donc lieu uniquement à l’interface h/e et non à l’interface a/e puisque
I1,a/e ne diminue ni avec le temps ni avec la concentration d’isolat protéique en solution (fig. 5.7).
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I1,h =
(n2h/L−n2h)(n2h/L−n2e)
n2h/L
Hφh (5.15)
I1,e =
(n2L/e−n2h)(n2L/e−n2e)
n2L/e
H(1−φh) (5.16)
I1,h/e =I1,h+ I1,e (5.17)
Une autre interprétation possible de la décroissance de I1,h/e serait qu’une couche suffisamment
peu dense se forme sous la première de manière à ce que la fraction protéique de la totalité du film
soit plus basse. φp diminue et donc l’indice de réfraction interfacial nL diminue (eq. 5.13). Lorsque nL
devient inférieur à nh, I1,h/e diminue (eq. 5.1) au contraire de I1,a/e qui se mettrait à diminuer quand
nL deviendrait inférieur à ne ce qui est impossible si le film est formé principalement dans l’eau.
Puisque l’approximation permettant de modéliser la concentration superficielle d’excès n’est pas
valable à l’interface h/e, on utilise un modèle de profil optique en marche, comme celui montré à la
figure 5.8. Cela permet d’interpréter quantitativement les mesures du paramètre de déviation I1,h/e à
l’interface h/e. Le paramètre de déviation I1,h/e (eq. 5.1) s’écrit :
I1,h/e =
(n2L−n2h)(n2L−n2e)
n2L
H (5.18)
Où H est l’épaisseur du film, nh = 1.432, ne = 1.333 . Plusieurs couples de l’indice de réfraction
interfacial nL et de l’épaisseur du film H correspondant à une même valeur I1,h/e. La concentration
superficielle d’excès associée à chaque couple (nL,H) est calculée de la façon suivante :
Γ = φpρpH =
(n2L−n22)
(n2p−n22)
ρpH (5.19)
En considérant le film totalement dans l’eau n2 = ne ou dans l’hexadécane n2 = nh. ρp est la masse
volumique des protéines et φp la fraction volumique d’isolat protéique dans le film.
Les couples de valeurs (nL,H) associés au valeurs I1 sont présentés à la figure 5.18 pour les in-
terfaces a/e (a) et h/e (b). Les zones colorées de la figure 5.18 représentent les couples ne faisant pas
varier l’angle de Brewster de plus de 0.1◦ (théorie des perturbations valable). Deux courbes iso-I1
caractéristiques du pseudo-plateau et de la valeur mesurée à concentration et temps maximum sont
tracées. Les valeurs de Γ indiquées sur la figure 5.18 aux extrema des courbes iso-I1 sont calculées
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Fig. 5.18: La zone colorée représente les couples ne faisant pas varier l’angle de Brewster de plus de 0.1◦. Les
iso-I1 tracés correspondent aux couples possibles (nL,H) (eq 5.18), à l’interface a/e (a) et h/e (b)
pour deux valeurs de I1 obtenues expérimentalement. Les valeurs de I1 sont caractéristiques de la
saturation monocouche de l’interface et de l’adsorption maximale mesurée. L’axe supérieur donnant
la fraction volumique en isolat protéique est obtenu par l’indice de réfraction interfacial (eq. 2.40).
En considérant le film dans l’eau ou dans l’huile l’indice interfacial va respectivement de ne = 1.333
ou nh = 1.432 à np = 1.503.
par le profil en marche imposée ( eq. 5.19). D’après la théorie des perturbations à l’interface a/e,
Γ = 3.0 mg/m2 lorsque I1 = 0.38 nm et Γ = 7.0 mg/m2 lorsque I1 = 1.02 nm. Ces valeurs issues
de la théorie des perturbations sont dans l’ordre de grandeur des valeurs de Γ obtenues aux extre-
mum des courbes iso-I1 à l’interface a/e (1.9− 2.4 mg/m2 pour I1 = 0.38 nm et 5.1− 5.9 mg/m2
pour I1 = 1.02 nm). On remarque que le modèle en marche imposé sous estime les valeurs de Γ par
rapport à la théorie des perturbations.
Le modèle de marche imposé est intermédiaire entre la théorie des perturbations et la modélisa-
tion en couches stratifiée. En faisant l’hypothèse que les pseudo-plateaux de I1 aux interfaces a/e et
h/e correspondent à la même valeur de Γm il est possible de déterminer un couple (nL,H) correspon-
dant à Γm = 3.0 mg/m2 à l’interface h/e. D’après la modélisation du profil optique en marche im-
posé, Pour I1,h/e correspondant au pseudo-plateau, le couple (nL,H) permettant de calculer Γm = 3.0
mg/m2 est H = 2.4 nm et nL = 1.488. L’indice de réfraction interfacial correspond à φp = 91 % (eq.
5.19) en considérant le film complètement dans l’eau et φp = 78 % en considérant tout le film dans
l’hexadécane. Cela correspond à un film fin et extrêmement dense. Pour I1 mesuré avec la plus haute
concentration d’isolat protéique en volume et le temps maximum,I1 =−0.04 nm. les couples (nL,H)
pour ce dernier iso−I1 correspondent, sur toute la courbe iso−I1, à un film plus épais (H ≥ 4.0 nm)
et moins dense (φ ≤ 58 %) que lors du pseudo-plateau de I1. Pour ce dernier régime le film ne peut
pas être considéré complètement dans l’huile car la fraction protéique associé serait nulle.
5. Isolat protéique de tournesol aux interfaces air/eau et huile/eau 152
5.3.2 Profil optique à temps plus long (61 h)
Lorsque le film interfacial est suffisamment épais et/ou dense, les angles ellipsométriques ∆ et
Ψ associés à la variation de l’angle de brewster ne peuvent pas être modélisés par un seul paramètre
mais par deux paramètres indépendants.
Les mesures des angles ellipsométriques ont été effectuées pour des mesures à l’interface a/e avec
des solutions à 10 g/L et 20 g/L en isolat protéique après 1 h. Pour la solution à 10 g/L les mesures à
l’interface a/e ont également été effectuées après 61 h.
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Fig. 5.19: a) Variation de l’angle de Brewster après 1h et 61h.
b) Angles ellipsométriques en fonction de l’angle d’incidence d’une interface a/e formée avec une
solution de concentration C = 10 et 20 g/L âgée de 1 h pour les deux concentrations et âgée de 61 h
pour la concentration à 10 g/L. Les traits correspondent à l’ajustement des angles ellipsométriques
(modélisation eq. 2.25 de ∆ eq. 2.20 etΨ eq. 2.21)
L’angle de Brewster varie au delà des incertitudes de mesures par rapport à celui d’une inter-
face vierge (fig. 5.19(a)) pour l’interface d’une solution de concentration 20 g/L après 1 h et 10g/L
après 61 h. Il est alors possible de modéliser les angles ellipsométriques ∆ etΨ (fig. 5.19(b)) par un
modèle d’une couche interfacial entre les deux milieux (section 2.1.4.1), d’épaisseur H et d’indice
de réfraction nL. Pour obtenir les incertitudes sur les ajustements des valeurs de nL et H, on répète
l’ajustement sur deux mesures obtenues avec la même concentration d’isolat protéique en volume au
même âge de la surface. L’incertitude relative est de 0.5 % pour l’indice de réfraction interfacial et 6
% pour l’épaisseur H.
Pour la concentration à 10 g/L après 1h le film est peu dense avec une épaisseur similaire au vo-
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lume hydrodynamique de la population rapide. On remarque que la théorie des perturbations et le
modèle en couches stratifiées donnent des valeurs de concentrations superficielles d’excès similaires,
indiquant bien que les deux modèles sont valables à la limite de variation de l’angle de Brewster de
0.1◦. Pour une concentration en volume deux fois plus élevée, à 20 g/L, pour la même durée de 1
h, le film est légèrement plus épais et moins dense. Pour l’interface obtenue avec la concentration
d’isolat en volume à 10 g/L, après 61h, le film s’est largement épaissi et sa fraction volumique en
isolat protéique est restée constante et indique une bonne hydratation (70 % de solvant dans le film).
5.3.3 Turbidité d’une goutte pendante
En effectuant les mesures de tension de surface à l’interface hexadécane/eau pour la concentration
C = 10 g/L, une augmentation de la turbidité de la goutte a été observée. La turbidité est due à la
présence d’objets diffusants dans les longueurs d’onde du visible (λ = 400 à 800 nm). C’est un
indicateur robuste de la présence d’agrégats dans une solution, d’ailleurs utilisé comme l’un des
critères pour la potabilité de l’eau. L’évolution de la turbidité d’une goutte pendante de solution
protéique dans l’air et dans l’huile est quantifiée pour trois ordres de grandeurs en concentration et
cinq ordres de grandeurs en temps.
La figure 5.20 montre les images de gouttes pendantes pour une concentration de 10 g/L à l’interface
h/e. La baisse de tension de surface est visible par l’allongement de la goutte avec le temps. La goutte
devient également plus turbide, indiquant la présence d’agrégats. Après le temps t3, une nouvelle
goutte est formée à partir de la même solution provenant du même flacon. Cette procédure permet
Tab. 5.2: Indice de réfraction interfacial, fraction volumique en protéines, Epaisseurs et concentrations super-
ficilles d’excès par le modèle en marche et la théorie des perturbations
C (g/L) nL φp (%) H (nm) Γmarche (mg/m2) Γth.pertu. (mg/m2)
10 (1h) 1.390±0.007 32±4 15±1 6±1 7.0±0.2
10 (61h) 1.386±0.007 30±4 130±8 53±7 X
20 (1h) 1.370±0.007 21±4 25±2 7±1 X
Fig. 5.20: Série de clichés de gouttes pendantes de solutions de protéines de tournesol à 10 g/L dans l’hexadé-
cane pour la mesure du niveau de gris. Le cercle central correspond aux pixels pris en compte pour
moyenner le niveau de gris. t0 < 60 s, t1 = 1440 s ,t2 = 3960 s, t3 = 5520 s. Une nouvelle goutte est
formée après t3. A t4, la nouvelle goutte est âgée de moins de 60 s.
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Fig. 5.21: Niveau de gris normalisé par le diamètre, en fonction du temps. Le niveau de gris de la nouvelle
goutte formée à la fin de la mesure est marqué par le symboleF
de mesurer la turbidité d’une solution n’ayant pas été en contact avec l’hexadécane. La nouvelle
goutte est transparente, suggérant que l’interface h/e est nécessaire pour induire de l’agrégation. La
turbidité est plus élevée là où le diamètre de la goutte est le plus grand (fig. 5.20, t3, (a) et (b)),
indiquant que la turbidité dépend du chemin optique dans le volume de la goutte et pas uniquement à
travers les interfaces de chaque côté de la goutte. Cela suggère que les agrégats induits par l’interface
se décrochent pour se disperser dans le volume. Pour quantifier l’évolution de la turbidité, on mesure
le niveau de gris moyen dans la goutte. La valeur des pixels moyennés est à l’intérieur d’un cercle
centré à l’intersection entre l’axe de symétrie verticale de la goutte et le diamètre horizontal le plus
grand (fig. 5.20 (a)). Le niveau de gris mesuré à un temps t est normalisé par le niveau de gris de la
goutte immédiatement après sa formation et par le diamètre (fig. 5.20 (a)) qui correspond au chemin
optique d’un rayon lumineux passant par la centre du cercle dessiné :
PxN =
Px(t)
Px(0)
D(0)
D(t)
(5.20)
Où PxN est le niveau de gris normalisé, Px(t) et D(t) sont respectivement le niveau de gris moyenné
et le diamètre horizontal maximal de la goutte au temps t, t = 0 s correspond au moment de formation
de la goutte. Le niveau de gris normalisé est égal à 1 à t = 0 s, lorsque la goutte vient d’être formée
et est transparente. Le niveau de gris diminue quand la turbidité augmente.
La figure 5.21 montre le niveau de gris normalisé PxN (eq. 5.20) en fonction du temps aux interfaces
a/e et h/e pour différentes concentrations en isolat protéique, en solution.
A l’interface a/e, pour la plus forte concentration (C = 10 g/L), le niveau de gris est constant puis
diminue avec le temps à partir de 1400 s. Une nouvelle goutte est formée à 5.103 s. Cette goutte
est transparente, indiquant que la solution dans le capillaire en acier et le tuyau en téflon n’est pas
devenue turbide, contrairement à la goutte précédente qui a été en contact prolongé avec l’air. Pour
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les concentrations 1 et 0.1 g/L, la goutte reste transparente dans la limite du temps de mesure (105s).
A l’interface h/e, la décroissance du niveau de gris est observée pour des concentrations en isolat
protéique de 10 et 1 g/L, respectivement après 7.8.102 s et 6.3.103 s. Une nouvelle goutte de la
solution à 10 g/L est formée après 5.5.103 s, également transparente, indiquant donc que l’interface
h/e est nécessaire à l’augmentation de turbidité de la goutte. En revanche, on s’aperçoit que la solution
à 1 g/L devient turbide indépendamment de la présence d’interface pour des temps suffisamment long
(t > 8.6.104 s).
Le pH d’une solution non tamponnée en contact l’air ambiant, peut s’acidifier à cause du CO2 gazeux
se dissolvant dans l’eau (pKa= 6.4). Puisque l’isolat de tournesol diminue en solubilité avec le pH,
le pH a été mesuré pour une solution d’isolat protéique à 10 g/L. Immédiatement après préparation
le pH est de 9.7. Après 1h de contact avec l’air ou l’hexadécane le pH est respectivement de 9.6 et
9.5. Cette baisse de pH est trop faible pour diminuer la solubilité des protéines en solution (fig. 3.2)
et n’est donc pas responsable de l’augmentation de la turbidité. La nature des interactions mises en
jeu lors de l’agrégation reste à élucider.
5.4 Viscoélasticité dilatationnelle interfaciale
Les mesures sont effectuées aux interfaces air/eau (a/e) et hexadécane/eau (h/e) pour des concen-
trations d’isolat protéique en solution allant respectivement de 0.02 à 10 g/L et 0.0015 à 100 g/L.
La déformation, ∆AA = 5 % avec A la surface de la goutte, est suffisamment faible pour être dans le
domaine de déformation linéaire (fig. 2.20). La fréquence d’oscillation, f = 0.1 Hz, est choisie de
manière à ce que l’adsorption ou la désorption soit négligeable devant le temps de la mesure.
La figure 5.22 montre les modules élastiques E ′, visqueux E ′′ et le facteur de perte
E ′′
E ′
en fonction de
la pression de surface Π , aux interfaces a/e (fig. 5.22 a) et h/e (fig. 5.22 b) pour différentes concentra-
tions en isolat protéique dans la solution. Les modules élastiques et visqueux ainsi que le rapport
E ′′
E ′
augmentent en fonction de la pression de surface en formant une courbe maîtresse jusqu’aux valeurs
de Π correspondant à l’entrée des pseudo-plateaux des courbes maîtresses en pression de surface.
Πl2 = 15±2 mN/m à l’interface a/e et Πl2 = 22±3 mN/m à l’interface h/e (fig. 5.1). Le module vis-
queux est maximum à aux pseudo-plateaux en pression de surface. Cela coïncide avec le maximum
du facteur de perte
E ′′
E ′
, qui est une signature de processus de relaxation. De plus, pour Π ≥ Πl2 , E ′
ne forme plus de courbe maîtresse en fonction de la pression de surface et devient plus bas pour une
concentration en isolat protéique en solution plus grande. Pour Π ≥Πl2 , E ′′ décroît avec la pression
de surface. Le rapport
E ′′
E ′
décroît également en fonction de la pression de surface.
Le module d’elasticité dilatationelle interfacial peut s’écrire de la manière suivante [43, 56, 190] :
E ′ =
dΠ
d lnΓ
(5.21)
D’après l’équation 5.21, lorsque la fonction E ′(Π) est continue, la concentration superficielle d’ex-
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cès contrôle l’élasticité interfaciale. A l’inverse, lorsque E ′(Π) ne forme plus de courbe maîtresse,
l’élasticité ne dépend plus uniquement de la concentration superficielle d’excès mais également du
temps nécessaire pour atteindre une pression de surface donnée. Le passage de la courbe maîtresse
E ′(Π) à la courbe non maîtresse a lieu lors pseudo-plateaux visible pour Π(αΠ t et Γ (t) et coïncide
avec un maximum de
E ′′
E ′
, signature de processus de relaxation. Le premier régime de formation est
donc défini par la courbe maîtresse de E ′(Π) où le film est purement élastique et le second régime
correspond aux pressions de surface où E ′ ne forme plus de courbe maîtresse. Ces deux régimes sont
délimités par des pseudo plateaux temporelles en pression de surface et concentration superficielle
d’excès.
5.5 Discussion et conclusion
L’étude des cinétiques d’adsorption et des structures du film interfacial formé par l’isolat de pro-
téines de tournesol montrent de grandes similitudes aux interfaces air/eau et hexadécane/eau. Trois
régimes distincts sont définis par leur cinétique d’adsorption et leur évolution structurale comme le
montre le schéma 5.23.
Les courbes maîtresses de l’évolution temporelle de pression de surface et de concentration superfi-
cielle d’excès permettent d’interpréter le premier régime par une adsorption contrôlée par la diffusion
des protéines, du volume à l’interface, avec un passage à l’interface ralenti eventuellement par une
Fig. 5.22: Modules élastique E ′, visqueux E ′′ et facteur de perte
E ′′
E ′
aux interfaces a/e (a) et h/e (b). Les
bandes grisées correspondent aux pseudo-plateaux identifiés dans les courbes maîtresses en pression
de surface (fig. 5.11).
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Fig. 5.23: Schéma de formation du film interfacial aux interfaces air/eau et hexadécane/eau. Le point blanc sur
les protéines indique uniquement l’orientation des protéines.
barrière d’adsorption, plus grande à l’interface air/eau qu’à l’interface hexadécane/eau. Ce premier
régime prend fin à la saturation d’un film monocouche. A l’interface a/e, les côtés des carrés équi-
valents aux aires protéiques moyennes sont proches du diamètre hydrodynamique, ce qui suggère
que les protéines sont faiblement déformées lors de l’adsorption monocouche jusqu’à la saturation
interfaciale. Durant ce régime, le film est purement élastique et dépend uniquement de la quantité de
protéines à l’interface (fig. 5.23).
Le second régime est défini par l’augmentation du facteur de perte, caractéristique de processus
de relaxation. Ce régime est également défini par les pseudo-plateaux de pression de surface et de
concentration superficielle d’excès en fonction du temps (fig. 5.23).
Le troisième régime dépend du temps et est défini par une adsorption supplémentaire produisant une
nucléation d’agrégats peu denses se libérant dans le volume. Le régime d’agrégation est associé à la
fin de la E ′(Π) ne formant plus de courbe maîtresse. Ce comportement de E ′ a également été obtenu
avec un film de β -Lacto globuline (=BLG) à l’interface a/e [191] lorsque le pH du solvant correspond
au point iso électrique de la BLG. Dans le cas de cet article, ce comportement de E ′ est attribué à des
processus de relaxations. On remarque qu’au point iso-électrique, les interactions électrostatiques
sont très limitées et que l’agrégation est d’autant plus probable.
Ce comportement de E ′ a également été observé pour un isolat de protéines de soja et pour la ca-
seinate de sodium à l’interface h/e [192, 193]. D’après ces articles, cela est principalement dû aux
réarrangements interfaciaux et à la formation de multi-couches de protéines.
Notre interprétation s’appuyant sur les différentes mesures présentées dans ce chapitre sont en ac-
cord avec ces articles et apportent une chronologie des processus : Une saturation interfaciale limitée
par la diffusion des espèces s’adsorbant, pendant laquelle le film est purement élastique. A la satu-
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ration, interfacial, des processus de relaxation du film, induits par la pression de surface ont lieu et
permettent une agrégation sous la surface puis la libération d’agrégats dans le volume, dans le cas
des protéines de tournesol aux interfaces a/e et h/e.

6. DISCUSSION : CINÉTIQUES D’ADSORPTION ET ÉVOLUTIONS
STRUCTURALES DE PROTÉINES VÉGÉTALES AUX INTERFACES
FLUIDES
Dans ce chapitre, les résultats des études interfaciales obtenues avec les différentes protéines
végétales sont regroupés et comparés avec la littérature existante afin de dégager des similitudes et
des singularités obtenues avec les différents isolats. Ce chapitre reprend les résultats obtenus avec les
isolats de blé et de tournesol mais présente aussi de nouveaux résultats obtenus avec les protéines
de colza. Pour comparer les comportements associés à la nature des protéines, on utilise les mesures
temporelles, à l’interface air/eau, de pression de surface, de concentration superficielle d’excès et de
rhéologie dilatationnelle interfaciale, obtenues avec les isolats de tournesol (pureté 85 %), de colza
(pureté 100 %) et de blé (pureté 100 %) pour des concentrations allant de 5.10−3 g/L à 10 g/L.
6.1 Courbes maîtresses
La figure 6.1 montre les courbes maîtresses obtenues pour les différents isolats avec comme
courbes de références, celles obtenues avec une concentration d’isolat protéique Cre f = 0.1 g/L. Les
concentrations d’isolat protéique vont de 2.10−2 g/L à 10 g/L pour le tournesol, de 5.10−3 g/L à 10
g/L pour le colza et de 10−2 g/L à 10 g/L pour le blé. La courbe maîtresse de l’isolat de blé (pu-
blication, chapitre 4) étant réalisée avec les données à 1 g/L comme référence, a été décalée pour
être directement comparable aux autres données. Des courbes maîtresses peuvent être obtenues pour
les trois isolats étudiés. Les courbes obtenues avec l’isolat de tournesol et de colza se recouvrent
à partir de Π = 13− 14 mN/m. Les mesures effectuées à 0.01 g/L ont été ajoutées pour comparer
les temps de latence des courbes maîtresses mais sont à prendre avec précautions à cause d’un effet
de déplétion du volume. Cette déplétion du volume est moins visible pour l’isolat de colza à cause
d’une augmentation de pression de surface plus faible (6 mN/m) au bout de 1 h que pour l’isolat de
blé (20 mN/m). L’isolat de colza montre le temps de latence normalisé le plus court, suivi de l’isolat
de blé puis de l’isolat de tournesol. Les temps de latences seront discutés plus en détails, dans le
paragraphe suivant. Pour l’isolat de tournesol, l’inflexion est suffisamment forte pour correspondre à
un pseudo-plateau temporel de pression de surface (Πl2 = 15±2 mN/m). Une inflexion moins mar-
quée est visible pour l’isolat de colza (Πl2 = 17±3 mN/m). Enfin, deux inflexions sont visibles pour
l’isolat de blé (Πl2 = 9± 2 mN/m et Π ′l2 = 24± 2 mN/m). La première inflexion n’a pas été mise
en évidence dans le chapitre 4 car les faibles concentrations soumises aux effets de déplétion n’ont
pas été étudiées. Pour la concentration maximale utilisée, la pression de surface au bout de 1 h est de
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Fig. 6.1: a) Pression de surface en fonction du temps normalisé par le facteur d’échelle αΠ à différentes concen-
trations d’isolat protéiques en solution, pour les isolats de blé, de tournesol et de colza à l’interface
a/e. La concentration de référence est 0.1 g/L.
b) Facteurs d’échelles des courbes maîtresses en fonction de la concentration d’isolat.
Π = 42±2 mN/m pour l’isolat de blé et avec l’isolat de tournesol et de colza Π = 31±2 mN/m. Les
valeurs absolues maximales de pression de surface traduisent une activité de surface des protéines de
blé plus importante que celles des protéines de tournesol et de colza. On rappelle que pour l’isolat
de blé, trois régimes sont définis par les variations de pentes du module élastique E ′ aux pressions
de surface Πc1 = 19 mN/m et Πc2 = 31 mN/m alors que pour l’isolat de tournesol seulement deux
régimes sont définis avec E ′ dont la limite est indifféremment définie par Πl2 = 15± 2 mN/m et
Γm = 3.0±0.2 mg/m2, à l’interface a/e, car contrairement aux gliadines, le régime de transition vers
une monocouche saturée est confondu avec le régime de vieillissement pour l’isolat de tournesol, les
processus de relaxation ne permettent pas une adsorption supplémentaire dans le film monocouche.
La figure 6.1 (b) montre les facteurs d’échelle en fonction de la concentration protéique en solution.
Le trait plein correspond à un processus purement diffusif (αΠ ∝
(
C
Cre f
)2
eq. 5.9). L’incertitude
relative (50 %) est évaluée avec la reproductibilité des mesures et les maximum et minimum des
facteurs d’échelle permettant le recouvrement de la courbe de référence. Les facteurs d’échelle ob-
tenus avec les trois isolats augmentent avec la concentration d’isolat protéique en solution et suivent
le modèle diffusif jusqu’à C = 0.1 g/L pour l’isolat de tournesol et de colza, ce qui correspond au
premier régime et jusque 10 g/L pour l’isolat de blé ce qui correspond au trois régimes énoncés
précédemment.
6.2 Temps de latence
Les temps de latence ont été obtenus pour les trois isolats par les courbes d’évolution temporelle
de pression de surface.
La figure 6.2 montre les temps de latence en fonction de la concentration d’isolat protéique en solu-
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Fig. 6.2: Temps de latence en fonction de la concentration d’isolat protéique en solution. Les traits épais cor-
respondent à la prédiction diffusive pour l’isolat de blé (jaune) et de tournesol (bleu) (eq. 5.5). Les
traits fins correspondent à l’ajustement du coefficient de diffusion apparent pour le tournesol et à la
concentration superficielle d’excès latente pour le colza (eq. 5.6).
tion pour les trois isolats. Les temps de latence obtenus pour l’isolat de blé, de colza et de tournesol
diminuent avec la concentration en solution et sont proches d’une loi de puissance en C−2, carac-
téristique de processus diffusif. Les coefficients de diffusion mesurés par diffusion dynamique de
la lumière et la concentration superficielle d’excès latente, obtenue par mesure de la concentration
superficielle d’excès et de la pression de surface en parallèle, permettent de tracer la prédiction dif-
fusive pour l’isolat de blé et de tournesol. Les traits épais jaune et bleu correspondent à la prédiction
diffusive pour les isolats de de blé et de tournesol (eq. 6.2). L’épaisseur des traits correspond à l’in-
certitude sur la prédiction du temps de latence associée aux incertitudes sur D et Γl1 . Le trait fins
vert correspond à l’ajustement des données avec un modèle diffusif pour lequel un coefficient de
diffusion apparent Da est utilisé comme paramètre libre pour le tournesol. Le trait fins bleu corres-
pond à l’ajustement des données avec un modèle diffusif pour lequel une a concentration superficielle
d’excès latente Γl1 est utilisé comme paramètre libre pour le colza (eq. 6.2).
tl1 =
pi
D
(
Γl1
2C
)2
(6.1)
Da = D.exp(
−2εa
RT ) (6.2)
Pour l’isolat de blé, le modèle diffusif correspond aux points expérimentaux pour des concentrations
en solutions jusque 0.01 g/L. Pour des concentrations supérieures, les temps de latence observés avec
l’isolat de blé sont plus grands que la prédiction diffusive.
Pour l’isolat de tournesol, la prédiction diffusive est un ordre de grandeur plus courte que les me-
sures expérimentales. Pourtant les temps de latence suivent une loi de puissance en C−2. Les points
expérimentaux suivent un modèle diffusif avec un coefficient de diffusion apparent Da = 2.3± 0.5
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µm2/s. Cela est attribué à une barrière d’adsorption εa = 1.4± 0.2 KBT , (eq. 5.6). On rappelle que
la population lente trouvée pour l’isolat de tournesol a pour coefficient de diffusion Dlent = 2.8±0.4
µm2/s, cependant la proportion en nombre de la population lente est négligeable devant la popula-
tion rapide qui diffuse plus rapidement à l’interface. On suppose donc que ces temps de latences sont
guidés par la diffusion de la population rapide et une barrière d’adsorption plutôt que par la diffusion
de la population lente. La barrière d’adsorption peut suggérer qu’une faible quantité d’impuretés est
initialement adsorbée, insuffisantes pour augmenter la pression de surface au dessus des incertitudes
de mesures mais suffisante pour ralentir l’adsorption.
Pour le colza, l’ajustement des temps de latence par le modèle diffusif, avecΓl1a j = 1.2 mg/m
2 comme
paramètre libre, donne une valeur en accord avec la littérature (Γl1 = 1mg/m
2 fig. 1.32 [127]).
Les temps de latence mesurés avec les isolats de colza et de blé, dont la pureté en protéines est
proche de 100 %, sont dans l’ordre de grandeur de la prédiction diffusive et de la concentration
superficielle d’excès latente. En revanche, pour l’isolat de tournesol, moins pur (85 % en protéines),
la prédiction diffusive nécessite de prendre en compte une barrière d’adsorption. Cela suggère que la
présence d’impuretés dans l’isolat puisse ralentir l’adsorption des protéines.
6.3 Concentration superficielle d’excès
La concentration superficielle d’excès latente (Γl1) correspond à la sortie du régime des gaz
parfaits, concentration à laquelle les composés adsorbés commencent à interagir latéralement. La
concentration superficielle saturante (Γm) correspond à la quantité maximale de protéines adsorbées
en monocouche à l’interface, cette valeur est déterminée par ajustement d’un modèle d’adsorption
diffusive qui prend en compte la saturation de l’interface. Pour ces valeurs, on peut évaluer le côté du
carré équivalent à l’aire des protéines adsorbées, lorsqu’elles commencent à interagir latéralement al
et lorsqu’elles sont comprimées au maximum am :
al1 =
√
Mw
Γl1NA
(6.3)
am =
√
Mw
ΓmNA
(6.4)
Tab. 6.1: Coefficients de diffusion et concentrations superficielle d’excès latentes utilisées (fig. 6.2, traits épais)
et ajustées (Da et Γl1a j fig. 6.2, traits fins) pour tracer la prédiction diffusive des temps de latences.
Isolat protéique
Coefficient de
diffusion (µm2/s) Γl1 (mg/m
2)
Tournesol
Da = 2.3±0.5 et
D = 35±5 1.8±0.2
Colza 80±20 Γl1a j = 1.2±0.2
Blé 45±10 0.5±0.1
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Où Mw est la masse molaire des protéines considérés et NA le nombre d’Avogadro.
Les valeurs des côtés équivalents à l’aire par protéine sont indiquées dans le tableau 6.2 avec les dia-
mètres hydrodynamiques 2RH obtenus par diffusion dynamique de la lumière et les masses molaires
Mw correspondant aux principales protéines de chaque isolat.
Tab. 6.2: Concentration superficielle d’excès latente Γl1 et saturante Γm, côté du carré équivalent à l’aire pro-
téique moyenne al et am, diamètre hydrodynamique 2RH et masse molaire Mw.
Isolat
protéique Γl1 (mg/m
2) Γm (mg/m2) al1 (nm) am (nm) 2RH (nm) Mw (kDa)
Tournesol 1.8±0.2 3.0±0.2 17±1 12.9±0.4 12±2 300
Colza 1.2±0.2 / 4.4±0.3 / 5±1 13
Blé 0.5±0.1 3.1±0.2 11±1 4.4±0.2 10±2 35
Pour l’isolat de tournesol, la masse molaire de l’hexamère est utilisée pour le calcul des aires des
côtés équivalents aux aires protéiques moyennes car les mesures de microcalorimétrie ont montré
l’absence de trimères non dénaturés. On trouve al1 légèrement plus élevé que am qui apparaît égale
au diamètre hydrodynamiques 2RH . Cela montre que, d’une part les protéines sont peu étalées dans
les premiers moments de l’adsorption, pendant le régime des gaz parfaits et que d’autre part, la com-
pression due à l’adsorption des protéines réduit peu le diamètre protéique moyen. On peut supposer
un caractère rigide des protéines, qui limite l’étalement sur une interface vierge et limite le repliement
lors de la compression induite par la pression de surface.
En ce qui concerne l’isolat de colza, seulement al1 peut être calculé, il est similaire au diamètre hy-
drodynamique des albumines de colza en solution. Γm n’a pas été déterminé par manque de mesures
ellipsométriques. Cela montre également un faible étalement interfacial pendant les premiers mo-
ments de l’adsorption, en accord avec la structure très stable des albumines de colza.
Pour l’isolat de blé, al1 est comparable au diamètre hydrodynamique. Les protéines ne semblent donc
pas plus étalées en surface qu’en solution, en revanche lorsque le film est saturé, am est réduit d’un
facteur deux. Cela montre l’aspect compressible des gliadines lors de l’adsorption au delà du régime
gazeux. cela est en accord avec la structure labile des gliadines.
Les concentrations superficielles d’excès des monocouches saturées obtenues avec l’isolat de blé
et de tournesol sont similaires et sont dans l’ordre de grandeur de ce qui a été trouvé dans la littérature
pour d’autres protéines :
6.4 Rhéologie dilatationnelle des films protéiques
La méthode de la goutte pendante oscillante permet de quantifier les propriétés rhéologiques par
rhéologie dilatationnelle interfaciale. La figure 6.3 montre les modules élastiques, visqueux et le fac-
teur de perte en fonction de la pression de surface pour les isolats de tournesol, de colza (a) et de blé
(b) à différentes concentrations d’isolat protéique en solution. Les mesures effectuées avec les isolats
de tournesol et de colza sont présentées sur le même graphique pour faciliter les comparaisons. En
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Tab. 6.3: Concentration superficielle d’excès pour d’autres protéines, animales et végétales
Référence Protéines Solvant Γ (mg/m2)
[194] Glycinine air / eau, pH 3.0 et 6.7 3.0±0.1
[195] β -caséine
air/eau, pH 7, I= 0.1 M, par
ellipsométrie et radioactivité 2.6±0.1
[196] β -caséine
air et n-décane/eau, pH 7, I= 0.1 M
par ellipsométrie et radioactivité 2.4±0.4
[196] Lysozyme
air/eau, pH 7, I= 0.1 M par
ellipsométrie et radioactivité 3.0
[196] Albumine de sérum bovin air / eau, pH 7, I= 0.1 M 3.2
[40] Ovalbumine air / eau, pH 3.7 à 8.0, I = 0.05 M 2.0±0.1
effet, ces deux lots présentent une grande similarité dans l’évolution des modules élastiques et vis-
queux avec la pression de surface, contrairement aux gliadines.
Les modules élastiques E ′ obtenus avec les isolats de tournesol et de colza augmentent avec la pres-
sion de surface Π jusqu’à une valeur maximale, en formant une courbe maîtresse indépendante de la
concentration d’isolat en solution. Le facteur de perte est compris entre 0 et 0.1 jusqu’aux pseudo-
plateaux de pression de surface trouvés avec les courbes maîtresses de pression de surface en fonction
du temps normalisé Π = f (αΠ t). Le maximum d’élasticité est plus élevé et apparaît à une pression
de surface plus grande pour l’isolat de tournesol (E ′= 57 mN/m àΠ = 19 mN/m) que pour l’isolat de
Fig. 6.3: Modules élastiques E ′, visqueux E ′′ et facteur de perte
E ′′
E ′
en fonction de la pression de surface, pour
les isolats de tournesol (a), de colza (a) et de blé (b). Les bandes verticales représentent un interval de
pressions de surface dans lequel une inflexion de la courbe maîtresse Π(αΠ t) est observée.
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colza (E ′ = 41 mN/m à Π = 12 mN/m). Ce maximum d’élasticité coïncide avec les pseudo-plateaux
de pression de surface trouvés dans les courbe Π = f (αΠ t) et au maximum du facteur de perte. Au
delà de ces pressions de surface, E ′ ne suit plus de courbe maîtresse et dépend donc de la concen-
tration en solution. E ′ est d’autant plus bas que la concentration en solution est grande mais il est
croissant pour chaque mesure. Le facteur de perte est de 0.2 pour le tournesol et de 0.5 pour le colza,
cela indique un film protéique principalement élastique.
Pour l’isolat de blé (fig. 6.3 (b)), E ′ forme une courbe maîtresse avec Π , indépendante de la concen-
tration d’isolat en solution sur toute la gamme de Π sondée. E ′ est d’abord constant avec l’augmen-
tation de pression de surface puis augmente durant une première inflexion de pression de surface
remarquée dans les courbes maîtresses Π = f (αt). E ′ jusqu’à un premier maximum (E ′ = 24 mN/m
à Π = 19 mN/m). Après ce maximum l’élasticité diminue et le facteur de perte augmente durant la
deuxième inflexion de pression de surface remarquée dans les courbes maîtresses Π = f (αt). E ′ aug-
mente ensuite de manière drastique avec la pression de surface et le facteur de perte devient constant
entre 0.1 et 0.2, cela indique un film purement élastique.
Pour ces trois isolats, E ′ augmente d’abord avec la pression de surface indépendamment du temps
et de la concentration d’isolat en solution puis passe par un maximum d’élasticité. Ce maximum de
E ′ coïncide avec une augmentation du facteur de perte et une inflexion de Π(αΠ t) pour le tournesol
et le colza, en revanche pour l’isolat de blé, le maximum de E ′ a lieu pour des pressions de surface
plus basses que les pressions de surface liées à l’augmentation du facteur de perte, caractéristique de
processus de relaxation. Cette différence a conduit à établir trois régimes pour l’isolat de blé et deux
régimes pour les isolats de tournesol et de colza.
Le premier régime, pour les trois isolats, correspond à un film purement élastique où E ′ est dépen-
dant de la concentration superficielle d’excès uniquement. Ce régime coïncide en pression de surface
avec le régime d’adsorption diffusive trouvé par construction des courbes maîtresses Π(αΠ t).
Dans le cas du tournesol et du colza, le deuxième régime correspond au régime de vieillissement. Ce
régime est dépendant du temps et de la concentration d’isolat en solution. Le début de ce deuxième
régime contient un maximum du facteur de perte, lié aux processus de relaxation. Pour l’isolat de
tournesol, ce régime est étudié à temps long (61 h) à l’interface a/e. Le profil optique est modélisable
par une une couche peu dense de 130 nm, que l’on attribue à la nucléation d’agrégats à l’interface,
qui se décrochent pour diffuser dans le volume. Le décrochage d’agrégats protéiques induit par l’in-
terface est montré pour l’isolat de tournesol aux interface a/e et h/e.
Pour l’isolat de blé, le deuxième régime est toujours indépendant de la concentration en volume
et du temps, il dépend donc de la concentration superficielle d’excès uniquement. Le second régime
contient le pic du facteur de perte, caractéristique de processus de relaxation. Une évolution anormale
de I1 nous a conduit à formuler l’hypothèse d’une réorientation communes des protéines formant un
film optiquement anisotrope.
Le troisième régime est le régime de vieillissement, il correspond à une augmentation drastique de
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Tab. 6.4: Facteur y obtenu par ajustements des mesures Π = f (Γ ) et E ′ = f (Π)
Isolat protéique y2 (à l’interface, 2D)
y3 (au voisinage de
l’interface, 3D)
Tournesol (a/e) 8.0 (Π = 0−3 mN/m) 3.0 (Π = 12−19 mN/m)
Tournesol (h/e) 3.7 (Π = 0−5 mN/m) 2.0 (Π = 19−22 mN/m)
Colza 6.0 (Π = 0−5 mN/m) /
Blé 2.0 (Π = 0−10 mN/m) 1.2 (Π = 10−19 mN/m)
Fig. 6.4: b) Tableau des exposants théoriques en considérant les interactions du composé adsorbé en 2D (y2)
ou en 3D (y3), en régime semi dilué. (Image [45])
E ′. Les mesures du profil optique effectuées à l’interface a/e indiquent qu’il n’y a pas d’adsorption
supplémentaire dans ce troisième régime et que donc le film est monocouche. Pour évaluer l’aspect
gélifié ou non du film dans ce troisième régime, des mesures en rhéologie de cisaillement interfacial
ont été effectuées avec un bicône mais le module élastique interfacial de cisaillement est trop faible
avec cette géométrie. Ce module de cisaillement extrèmement faible est similaire à celui obtenu avec
la β -caséine [41].
Par l’obtention du facteur y issu des mesures E ′ = yΠ et Π ∝ Γ y on peut évaluer la nature
du solvant pour les protéines à l’interface. La gamme de pression de surface considérée ainsi que
les valeurs des facteurs y sont indiqués dans le tableau 6.4. Pour les basses pressions de surface
on considère que l’interaction des protéines avec le solvant a lieu à l’interface, en 2D (y2). Pour
des pressions de surface plus élevées on considère l’interaction des protéines adsorbées en 3D (y3).
D’après l’interprétation des valeurs de y (tableau 6.4, [45]). Il apparaît que les protéines de blé à
l’interface a/e sont en chaînes étendues à l’interface a/e puis en chaînes étendues 3D, c’est à dire en
structure brosse. Cela est en accord avec la structure labile de ces protéines. Pour l’isolat de tournesol
à l’interface a/e, d’après la modélisation de y par E ′(Π) et Π(Γ ), les protéines sont d’abord en
solvant θ à l’interface. Pour des pressions de surface plus élevées, les protéines sont en solvant θ
sous l’interface, en 3D. A l’interface h/e, les protéines de tournesol sont en bon solvant 2D puis
en bon solvant 3D. Cela est cohérent avec une préférence de ces protéines pour l’interface h/e par
rapport à l’interface a/e, d’après les temps de latence plus long à l’interface a/e et une pression de
surface plateau plus basse. Pour l’isolat de colza, les protéines sont en solvant θ à l’interface 2D.
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6.5 Conclusion
On a vu dans les parties précédentes de ce chapitre que les dynamiques d’adsorption et la rhéo-
logie du film interfacial sont limitées par la diffusion des protéines pour la première étape d’adsorp-
tion. Le vieillissement du film interfacial est en revanche dépendant de la nature de la protéine et
peut donner des comportements très différents comme on a pu le voir pour les isolats de blé et de
tournesol. L’étalement des protéines à l’interface diminue significativement avec la saturation du film
interfacial uniquement pour l’isolat de blé. Cela est en accord avec la compressibilité des protéines
extrapolés par la corrélation décrite précédemment. De plus, l’agrégation sous la monocouche a lieu
pour l’isolat de tournesol mais pas pour l’isolat de blé qui forme un film monocouche incompressible.
Les mesures d’élasticité dilatationnelle montrent des comportements rhéologiques similaires pour le
colza et le tournesol mais tout a fait différents pour l’isolat de blé. Ce comportement en rhéologie
dilatationnelle, distinct pour le tournesol et le blé pourrait être une signature de la flexibilité des pro-
téines. D’après la littérature, le premier maximum du module élastique avec la pression de surface
atteint par les protéines rigides (l’albumine de sérum bovin E ′ = 50− 60 mN/m [61], l’ovalbumine
E ′ = 60 mN/m [197], la β -Lactoglobuline E ′ = 70−80 mN/m [35]) est plus élevé que celui atteint
par les protéines plus flexibles (la β -caseine E ′ = 25− 28 mN/m [198, 199]). Dans notre cas, le
premier maximum du module élastique est E ′ = 57 mN/m pour l’isolat de tournesol, E ′ = 41 mN/m
pour l’isolat de colza et E ′ = 24 mN/m pour l’isolat de blé. Les valeurs de ces premiers maximum
d’élasticité semblent suffisants pour distinguer un comportement plutôt rigide ou flexible. D’après la
valeur du premier pic d’élasticité et les calculs d’aires protéique moyens, les protéines de tournesol
et de colza étudiées sont caractéristiques d’un comportement plus rigide que les gliadines qui ont un
comportement similaire à celui de la β -caséine au niveau de la concentration superficielle d’excès la-
tente (0.5 mg/m2 pour les gliadines et la β -caséine [189]) et des modules de rhéologie de cisaillement.
CONCLUSION GÉNÉRALE
Dans ce manuscrit, les isolats de protéines de réserve de trois végétaux ont été présentés du point
de vue de leurs propriétés fonctionnelles en volume et aux interfaces.
En volume, les gliadines de blé ne sont pas connues pour gélifier mais contribuent à une augmenta-
tion de la dissipation visqueuse du gluten. L’isolat de tournesol a montré des propriétés gélifiantes.
Le gel formé par dénaturation thermique (> 90◦C) est un gel homogène de nature physique avec
des modules élastiques entre 300 et 1000 Pa pour des concentrations entre 100 g/L et 300 g/L. Les
interactions non covalentes semblent causer l’élasticité du gel.
A l’interface air/eau, la combinaison des mesures temporelles de pressions de surface, d’élasticité
dilatationnelle et d’ellipsométrie a permis d’identifier des évolutions du film interfacial communes
aux protéines étudiées et des spécificités propres à chaque protéine. Les gliadines de blé montrent
des propriétés interfaciales remarquables avec des quantités minimales de protéines permettant de
former un réseau interfacial très basses Γl1blé = 0.5 mg/m
2 et similaire à celles de la β -caséine [189].
Les deux autres isolats étudiés montrent des quantités minimales de formation du réseau interfacial
plus élevées Γl1colza = 1.2 mg/m
2 et Γl1tournesol = 1.8 mg/m
2. La spécificité des gliadines vient de leur
aptitude à se comprimer à l’interface, jusqu’à une réduction du côté équivalent à l’aire protéique à
l’interface d’un facteur 2.5. Le film ainsi formé est un film monocouche, sans agrégation et purement
élastique.
Les propriétés interfaciales des isolats de tournesol et de colza sont similaires. Les protéines formant
le film interfacial sont faiblement compressibles, jusqu’à une réduction du côté équivalent à l’aire
protéique à l’interface d’un facteur 1.3. Le vieillissement du film est lié à une agrégation sous l’inter-
face qui se libére dans le volume, dans le cas du tournesol.
Pour ces trois isolats, l’augmentation de pression de surface jusqu’à saturation du film est guidée
par l’adsorption diffusive. Cela a été mis en évidence par une approche originale de construction des
courbes maîtresses pour la pression de surface et vérifié par les mesures temporelles de la concen-
tration superficielle d’excès. Cela permet d’établir un premier régime d’adsorption, cinétiquement
limité par l’adsorption diffusive. Lorsque le film interfaciale arrive à la saturation monocouche, la
pression de surface subie une inflexion temporelle et pendant cette étape, des processus de relaxation
du film ont lieu. Ces processus de relaxation liés à une inflexion temporelle de pression de surface
sont visibles pour les trois protéines, par l’augmentation du facteur de perte en rhéologie dilatation-
nelle interfaciale. Après ces processus de relaxation, le vieillissement du film dépend de la nature de
la protéine. Pour les gliadines de blé, le film reste sous forme d’une monocouche et devient incom-
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pressible. Pour les albumines de colza, le comportement de l’élasticité du film suggère une agrégation
sous le film interfacial. Pour l’isolat de tournesol, en plus d’une agrégation sous l’interface, la nu-
cléation d’agrégats induite par l’interface et diffusant dans le volume a lieu.
Comme on a pu le voir dans ce manuscrit, les protéines végétales de réserve offrent des compor-
tements très variés tant en solution qu’à l’interface, comme les protéines animales. Une distinction
protéines rigides/flexibles peut être effectuée. Le comportement des gliadines semble similaire à celui
de la β -caséine, flexible, alors que le comportement des albumines de colza et de l’isolat de tournesol
se rapproche d’avantage du comportement de la β -lactoglobuline plus rigide.
Des corrélations ont été trouvés entre la stabilité d’une mousse formée avec une solution de β -
lactoglobulines et l’élasticité dilatationnelle du film protéique à l’interface air/eau [200]. De plus,
par des mesures de vitesses de remontée d’une bulle d’air en solution protéique [201], C. Ybert et
al. ont montré que les bulles stabilisées par le film protéique à base d’albumines de sérum bovin
ont un comportement hydrodynamique comparable à des sphères dures. La relation entre le module
d’élasticité dilatationnelle du film et les propriétés moussantes reste à élucider. Par ailleurs, une étude
de l’écoulement de gouttes d’huile stabilisées par de la β -caséine et de la β -lactoglobuline, associée
à des mesures de cisaillement interfacial, a été effectuée [202]. P. Erni et al. ont montré que les
gouttes formées par de la β -lactoglobuline résistent à la déformation et sont modélisables par une
capsule molle [203] contrairement aux gouttes recouvertes par de la β -caséine, très déformables
comme les gouttes recouvertes par des tensio-actifs moléculaires. L’écoulement interfacial pour un
film de β -caséine est supposé similaire à celui de tensio-actifs moléculaires, guidé par les gradients
de tension de surface [204]. Ces comportements sont attribués à une structure plus rigide pour la
β -lactoglobuline et plus flexible pour la β -caséine.
La texturation d’huiles végétales par formulation stabilisées avec des protéines de ce même vé-
gétal est à l’origine de ce projet. Une ouverture possible concernant les émulsions serait d’établir
des corrélations entre les propriétés émulsifiantes, la stabilité de l’émulsion et le module d’élasticité
interfacial, selon que l’on se trouve dans le régime d’adsorption diffusive, dans le régime de chan-
gement de conformation et dans le régime de vieillissement. L’obtention de l’émulsion avec un film
interfacial dans l’un des différents régimes peut être contrôlé par la concentration d’isolat en solution
a priori.
Annexe
A. CARACTÉRISATION DE L’ISOLAT DE TOURNESOL À 91 %
A.1 Composition en protéines
Le lot 2 a été reçu plus tardivement et il a été caractérisé mais n’a pas fait l’objet d’une étude,
c’est pourquoi la caractérisation est mise en annexe. Les mesures par chromatographie d’exclusion
stérique en phase liquide à haute pression (High Pressure Liquid Chromatography, HPLC) sont effec-
tuées par le Laboratoire Réactions et Génie des Procédés (LRGP, Romain Kapel, Odile Messieres).
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Fig. A.1: Densité optique à 280 nm en fonction du temps d’élution pour le lot 2 (b).
La figure A.1 montre l’HPLC obtenue avec le lot 2. Les traits en pointillés représentent les limites
des aires correspondant aux globulines et aux albumines. Par rapport d’aires et connaissant la pureté
totale en protéines on peut estimer la proportion en globulines et albumines présentes dans l’isolat.
Puisque les deux pics se recouvrent légèrement, les rapports d’aires ne donnent qu’une estimation.
L’aire correspondant aux globulines est considérée sous la courbe aux temps d’élutions tel = 8.52 min
jusque tel =9.77 min et l’aire correspondant aux albumines est considérée sous la courbe aux temps
d’élutions tel = 9.77 min jusque tel =12.79 min. L’isolat à 91 % est composé à 75 % en globulines et
16 % en albumines.
Afin d’estimer le rapport des composés phénoliques accrochés et libres, une mesure à 325 nm
est effectuée. Les composés phénoliques accrochés aux protéines et les composés phénoliques libres
n’ont pas exactement le même coefficient d’extinction molaire. De plus, le coefficient d’extinction
molaire obtenu varie selon la méthode utilisée [172, 177]. le résultat des rapports d’aires est donc
une simple estimation puisque nous considérons un coefficient d’extinction molaire constant pour les
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composés phénoliques accrochés et libres. La figure A.2 montre l’HPLC obtenue avec le lot 2.Les
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Fig. A.2: Densité optique à 280 et 325 nm en fonction du temps d’élution.
pics de la zone (a) correspondent aux composés phénoliques accrochés aux protéines car ils ont les
même temps d’élution que les pics mesurés à λ = 280 nm, sensible aux tryptophanes des protéines.
Les pics de la zone (b) correspondent aux composés phénoliques libres. L’aire correspondant aux
composés phénoliques accrochés est considérée sous la courbe aux temps d’élutions tel = 8.61 min
jusque tel =12.60 min et l’aire correspondant aux composés phénoliques libres est considérée sous la
courbe aux temps d’élutions tel = 12.60 min jusque tel = 25.12 min. Le lot 2 est composé à 70 % en
composés phénoliques accrochés et 30 % en composés phénoliques libres.
A.2 Solubilité de l’isolat
La solubilité de l’isolat de tournesol à 91% en fonction du pH est déterminée au LRGP par des
mesures de chromatographie en phase liquide à haute pression (HPLC). L’isolat est dispersé dans
l’eau osmosée à 5g/L. L’ajustement en pH est fait par ajouts de petits volumes d’acide chlorhydrique
et d’hydroxyde de sodium concentré. La solution est agitée 20 min puis filtrée et mise dans l’éluant.
La solubilité en fonction du pH est également déterminée par spectrométrie-UV (fig. A.3). Pour
la mesure par spectrométrie-UV, les mesures sont effectuées dans des solutions tampons de force
ionique 0.1 M aux pH 3 (tampon acétate), 5 (tampon citrate), 7 (tampon phosphate), 10 (tampon
carbonate).
La figure A.3 montre l’absorbance du lot 2 à différents pH. Le trait vertical en pointillés symbolise
la longueur d’onde 280 nm à laquelle l’absorbance est considérée pour calculer la solubilité. La
solubilité obtenue est la même pour les deux protocoles excepté pour la solution tampon citrate à
pH 3, qui semble réduire d’avantage la solubilité qu’une solution acide chlorhydrique au même pH.
L’acide citrique étant un poly-anions, il a pu complexer une partie des protéines.
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Fig. A.3: a)Absorbance en fonction de la longueur d’onde de solution du lot 2 à différents pH (I = 0.1 M).
b) Solubilité en fonction du pH, avec le lot 2 (pureté 91 %), par HPLC et spectrométrie-UV.
A.3 Rayons hydrodynamiques
Les rayons hydrodynamiques du lot 2 en solution sont évalués en utilisant les coefficients de dif-
fusion obtenus par diffusion dynamique de la lumière (DLS, section 2.1.3). Une solution protéique à
5 g/L d’isolat (lot 2, 91 %) préparée dans un solvant d’hydroxyde de sodium à 0.1 mM (pH 10.0) est
utilisée.
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Fig. A.4: a) Fonction d’auto-corrélation en fonction du temps de retard, ajustée par mono exponentielle, avec
l’isolat à 91 % pour une solution à 5g/L.
b) Taux de décroissances Γ en fonction du vecteur d’onde q pour une solution préparée avec le lot 2.
La figure A.4 (a) montre les fonctions d’autocorrélation à différents angles, ajustées par une expo-
nentielle simple (eq. 2.13). L’incertitude relative sur les taux de décroissance obtenus est de 1 %. La
modélisation d’une seule taille monodisperse suffit à ajuster nos mesures. On peut donc considérer
que la solution à 5 g/L du lot 2 contient une seule taille avec une polydispersité très faible (< 0.02 par
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l’analyse des cumulants). La figure A.4 (b) montre les taux de décroissance obtenus par les ajuste-
ments précédents (fig. A.4) en fonction du vecteur de diffusion q par une loi de puissance d’exposant
2, signature de processus diffusifs responsables des fluctuations d’intensité. Le préfacteur de la loi de
puissance correspond au coefficient de diffusion, D = 20.5±0.5 µm2/s. Le rayon hydrodynamique
associé au coefficient de diffusion est RH = 10±1 nm. Ce rayon hydrodynamique correspond à la di-
mension maximale de la globuline hexamérique d’après la littérature [97] et a également été obtenue
par d’autres expérimentateurs [84].
A.4 Température de dénaturation
Les globulines de tournesol sont connues pour avoir des températures de dissociation dépen-
dantes du pH et de la force ionique de la solution. Comme les globulines d’autres végétaux [90],
les hexamères de globulines peuvent se dissocier en trimère ou monomère. Il faut donc dfférencier
la température de dénaturation qui correspond à la perte de structure secondaire et la température
de dissociation qui correspond à la perte de structure quaternaire. D’après la littérature [81], l’héxa-
mère de globuline se dissocie en monomères dénaturés autour de 90◦C et le trimère se dissocie en
monomères non dénaturés autour de 60◦C [93]. Les albumines de tournesol ont une température de
dénaturation proche de 110◦C.
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Fig. A.5: Variation du flux de chaleur ∆Q en fonction de la température. Les solutions sont préparées à 100
g/L avec le lot 1 (pureté 85 %, traits en pointillés) et le lot 2 (pureté 91 %, traits hachurés).
La figure A.5 permet de comparer les proportions des formes trimériques et hexamériques dans les
solutions d’isolat protéique à 100 g/L préparés avec les lots 1 et 2 dans un solvant d’hydroxyde de
sodium dilué à pH 10 (I = 0.1 mM). Pour le lot 1, on observe un pic endothermique avec un mini-
mum à 95◦C. pour le lot 2, deux pics endothermiques sont visibles, un leger pic avec un minimum à
67.1◦C et un pic plus abrupt avec un minimum à 94◦C. On observe que pour le lot 2 la dénaturation
du trimère en monomère est visible (∆H4 = 0.6 J/g de protéines), contrairement au lot 1. Le pic de
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dissociation de l’hexamère obtenu avec le lot 2 est plus abrupt que celui issu du lot 1, avec une aire
plus grande (∆H5 = 7.5 J/g de protéines pour le lot 2 et ∆H3 = 6.4 J/g de protéines pour le lot 1).
Bien que les deux lots de tournesol aint été effectués avec le même protocole de purification, le
lot 2, plus pur, contient également une seul population extrèmement peu polydisperse. D’après les
mesures de microcalorimétrie le lot 2 semble également contenir plus de protéines non dénaturés.

B. RHÉOLOGIE DU FILM PROTÉIQUE AVEC ÉCHANGE DE VOLUME À
DIFFÉRENTS PH
Afin de déterminer l’impact du pH du solvant sur les propriétés interfaciales on utilise le capillaire
coaxial pour effectuer les mesures de goutte pendante oscillante et le lavage de goutte. Le protocole
de mesure de la viscoélasticité dilatationnelle est effectuée de la même manière que pour les mesures
précédentes (fig. 2.20). Entre ces mesures des modules élastiques et visqueux, le lavage de la goutte
est effectué avec le même protocole que celui établi précédemment 2.1.6.3. La solution protéique
est initialement préparée dans une solution d’hydroxyde de sodium diluée à pH 10. Une mesure des
modules élastiques et visqueux est effectuée 600 s après que la goutte soit formée dans l’hexadecane
(
∆A
A
= 5%, f = 0.1 Hz). Un lavage (trente fois le volume de la goutte) est ensuite effectué avec le
solvant désiré (eau milliQ (pH 6− 7), tampon acétique (pH=5.5, I=0.1M) acide acétique à 50 mM
(pH 3)) comme le montre la figure B.1.
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Fig. B.1: Pression de surface (triangle vides) et aire de surface (ligne) en fonction du temps à l’interface hexa-
decane/eau pour solution d’isolat protéique à 0.1 g/L lavée par une solution tampon acétique (pH 5.5,
I=0.1M).
Le trait plein représente l’aire de la goutte avec le temps, les triangles vides représentent la pression de
surface avec le temps d’une solution d’isolat protéique à 0.1 g/L. Les mesures des modules élastiques
et visqueux avant et après lavages sont montrés en fonction de la pression de surface à la figure B.2.
On rapporte également les mesures des modules élastiques et visqueux effectués avec une solution
de même concentration à la même interface, sans lavage, afin d’évaluer l’incertitude de mesure.
On observe que les modules élastiques et visqueux varient peu avant et après le lavage de la goutte
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Fig. B.2: Modules élastiques et visqueux en fonction du pH de la solution dans le volume de la goutte.
pour tous les solvants de lavage. Une variation des modules élastiques après lavage à l’acide acétique
(pH 3) est visible au delà des incertitudes de mesures. Le film est plus élastique de 8±6 mN/m.
On peut supposer que l’abaissement à ce pH contribue à la formation d’interactions électrostatiques
ou de Van der Waals rendant le film légèrement plus élastique que sans le lavage. D’une manière
générale, l’élasticité du film, initialement formé à pH 10, semble très peu dépendant du pH de la
solution en volume. Cela indique que la viscoélasticité du film formé à l’interface hexadécane/eau
est peu sensible au pH de la solution aqueuse. On rappelle que l’isolat de tournesol est très soluble à
pH 10 et a son creux de solubilité à pH 5, ce qui correspond au point iso-électrique des globulines de
tournesol.
C. INFLUENCES DE LA PURETÉ DE L’ISOLAT DE COLZA
Deux lots d’isolat de colza ont été fournis par le Laboratoire Réactions et Génie des Procédés
(LRGP, Romain Kapel et Mélody Basselin). Les deux lots contiennent respectivement 72 % (lot 1) et
quasiment 100 % (lot 2) d’albumines de colza. Dans le lot 1, les 28 % restant sont composés d’acide
phytique (10−15 %), de cellulose (5−10 %) et de composés phénoliques (5−10 %). Les mesures
par chromatographie sont effectuées au LRGP et uniquement les résultats du lot 1 sont diponibles.
Ces résultats révèlent que 75 % des composés phénoliques, présents dans le lot 1, sont accrochés aux
protéines (fig. 2.28).
De plus, pour une solution protéique à 10 g/L préparée avec le lot 1, les mesures de diffusion dy-
namique de la lumière sont modélisables par des rayons hydrodynamiques RH,rapide = 8± 3 nm et
RH,lent = 80±10 nm alors que pour le lot 2, les mesures ne sont modélisables que par un seul rayon
hydrodynamique, RH = 2.6±0.5 nm. Les résultats du lot 2 sont en accord avec la litterature [109] qui
trouve une population de 2 nm pour un isolat d’albumines de colza pur. Dans le lot 1, la population à
80±10 nm correspond probablement à un assemblage de protéines pontées par de l’acide phytique
et des composés phénoliques.
L’acide phytique (nom chimique : inositol hexaphosphate) est d’autant plus chargé négativement
que le pH de la solution est basique. Il est connu pour complexer avec tous les composés chargés
positivement comme les minéraux cationiques et les acides aminés chargés positivement comme
l’arginine et la lysine dans l’eau [70, 115]. D’après la littérature, par chromatographie d’exclusion
stérique (colonne de séphadex G-75) calibrée avec des composés de masses molaires standards, R.
Mothes et al. [205] ont mesuré les temps d’élution de solutions d’albumines de colza dans un solvant
tampon Tris à pH 8 et I = 0.05 M, avec et sans acide phytique. Les temps d’élution correspondent
à des masses molaires de 14 kDa pour les albumines sans acide phytique et 26.5 kDa en présence
d’acide phytique. De plus, l’acide phytique est détecté à une longueur d’onde de 475 nm en plus de
la détection des protéines à 280 nm. ces détections montrent qu’une partie de l’acide phytique sort
au mêmes temps d’élutions que les protéines. Ces résultats montrent la complexation d’albumines en
présence d’acide phytique.
Le principal composé phénolique dans l’isolat protéique de colza est l’acide sinapique (fig. 1.29).
Il peut réagir avec les zones des protéines chargées positivement et participer à la formation d’assem-
blages protéiques. Une étude a montré qu’en présence du principal composé phénolique de l’isolat de
tournesol, l’acide chlorogénique (fig. 1.22) produit des assemblages supérieurs à 100 nm [84]. Toute-
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fois l’acide chlorogénique n’est pas tensioactif, lorsqu’il est à 0.1 % w/w dans une soution aqueuse,
la tension de surface à l’interface air/eau au bout de 10 000 s est abaissée de 5 mN/m, alors qu’elle
est abaissée de 17 mN/m pour 0.1 % de protéines de tournesol dans l’eau [84].
C.1 Temps de latence
Les mesures de temps de latence sont effectuées de la même manière qu’au chapitre précédent
(fig. 5.2), par la méthode des tangentes (fig. C.1).
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Fig. C.1: Pression de surface en fonction du temps à l’interface a/e pour le lot 1 (a) et 2 (b) en albumines de
colza. L’intersection des tangentes correspond au temps de latence tl1 .
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Fig. C.2: Temps de latence tl1 en fonction de la concentration, à l’interface a/e pour le lot 1 (losanges vides) et
2 (losanges pleins). Les lignes claires correspondent au modèle diffusif et la ligne foncée correspond
au modèle diffusif activé.
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La figure C.2 montre l’évolution des temps de latence avec la concentration en isolat protéique à
l’interface a/e pour le lot 1 et 2 en protéines de colza. L’incertitude relative est de 20 % (chapitre pré-
cédent fig. 5.2). Les temps de latence diminuent avec la concentration d’isolat protéique en solution
pour les deux lots. Pour une même concentration d’isolat protéique en solution, le temps de latence
est plus grand pour le lot 1.
Pour le lot 2, la modélisation des temps de latence a été faite avec le modèle diffusif (eq. 5.5) où
la concentration superficielle d’excès latente au delà de laquelle la pression de surface augmente, Γl1 ,
est un paramètre libre. Le meilleur ajustement correspond à Γl1 = 1.2± 0.2 mg/m2 (ligne jaune fig.
C.2). Cela est dans l’ordre de grandeur de ce qui à été trouvé dans la littérature pour l’albumine de
colza (Γl1,exp ' 1 mg/m2 fig. 1.32 [127]). La prédiction diffusive des temps de latence apparait donc
pertinente. Pour le lot 1, en prenant le coefficient de diffusion de la population rapide du lot 1, le
meilleur ajustement correspond à Γl1 = 1.4±0.2 mg/m2 (ligne verte fig. C.2).
C.2 Courbes maîtresses de pression de surface
Les mesures de pression de surface et de viscoélasticité interfaciale sont effectuées pour les lots
1 (72 % de protéines) en 2 (100 % de protéines). La construction des courbes maîtresses de pression
de surface obtenue avec les facteurs d’échelles αΠ est effectuée de la même manière que dans le
chapitre précédent (section 5.1.3) avec comme concentration de référence 0.1 g/L.
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Fig. C.3: a) Pression de surface en fonction du temps normalisé par le facteur d’échelle αΠ . Πl2 correspond au
pseudo-plateau de pression de surface du lot 2.
b) Facteur d’échelle αΠ en fonction de la concentration C. Le trait plein correspond à un modèle
purement diffusif sans paramètre libre (eq. 5.9)
La figure C.3 (a) montre les courbes maîtresses obtenues pour les deux lots. La courbe maîtresse
obtenue pour le lot 2 est de meilleur qualité que celle obtenue avec le lot 1. Les deux couleurs pour
chaque courbe maîtresse permettent d’observer les courbes obtenues avec une concentration d’isolat
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protéique en solution inférieure ou égale à 0.1 g/L (losanges vides) et supérieure à 0.1 g/L (losanges
pleins). Pour les deux courbes maîtresses, on observe des temps de latence tl1 , plus long pour le lot
1 puis une augmentation temporelle de pression de surface plus forte pour lot 1 que pour le lot 2.
La courbe maîtresse obtenue avec le lot 2 présente un pseudo-plateau, signalé par un intervalle de
pression de surface à Πl2 = 17±3 mN/m. Pour la plus forte concentration utilisée (10 g/L) au bout
de 1 h, la pression de surface est plus élevée avec le lot 1 (Π = 35 mN/m) qu’avec le lot 2 où Π = 30
mN/m.
La figure C.3 (b) montre les facteurs d’échelle correspondant aux courbes maîtresses en fonction de
la concentration en isolat protéique pour les lots 1 (symboles orange) et 2 (symboles verts). Le trait
correspond à un modèle diffusif sans paramètre libre. Les facteurs d’échelle suivent le modèle diffu-
sif jusqu’à la concentration d’isolat protéique en solution C = 0.1 g/L, indépendamment de la pureté
en protéines.
C.3 Courbes maîtresses de viscoélasticité dilatationnelle
Les mesures des modules élastique et visqueux interfaciaux en rhéologie de compression ont été
effectuées par la méthode de la goutte pendante oscillante (section 2.1.6.2). La figure C.4 montre
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à l’interface air/eau, pour les lots 1 et 2.
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de colza du lot 1 (72 % en protéines, symboles vides) et 2 (100 % en protéines, symboles pleins).
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La première augmentation des modules élastiques et visqueux en fonction de la pression de surface
est identique pour les deux lots. Le maximum du module élastique est légèrement plus élevé pour
le lot 2. Après ce maximum, les modules E ′ et E ′′ sont de plus en plus bas avec la concentration et
ne forment plus de courbe maîtresse avec la pression de surface, pour les deux lots. Les évolutions
de E ′ et E ′′ avec la pressions de surface sont similaires à ce qui a été observé pour l’isolat de tour-
nesol, cependant aucune turbidité en solution n’a été observée pour les solutions de colza les plus
concentrés, contrairement aux solutions d’isolat de tournesol. L’adsorption monocouche est similaire
pour les deux lots jusqu’à 5 mN/m, puisque le module élastique devient ensuite plus bas en présence
d’impuretés, cela suggère que les interactions entre albumines avec impuretés semblent plus faibles
que pour le lot 2.
C.4 Conclusion
Les temps de latences mesurés pour les deux lots indiquent que l’adsorption suit le modèle dif-
fusif, avec une légère barrière d’adsorption pour le lot 1 qui contient de l’acide phytique et des
composés phénoliques dans des proportions inconnues. Ces temps de latences sont plus courts pour
le lot 2, en accord avec un coefficient de diffusion de la population rapide plus élevé que pour le
lot 1. Le lot 1 contient de l’acide phytique et en plus d’une population moins rapide que le lot 2, la
présence d’assemblages (RH,lent = 80±10 nm) est détectée.
La construction des courbes maîtresses est possible pour les deux lots avec un meilleur recouvre-
ment pour le lot 2. Une inflexion temporelle de la pression de surface est visible uniquement pour le
lot 2. Cependant, malgré les différences observées pour ces deux lots, les facteurs d’échelle utilisés
suivent tous deux le modèle diffusif pour des courbes obtenues avec des solutions de concentration
inférieures ou égale à 0.1 g/L. La mesure des modules élastiques et visqueux est similaire pour les
deux lots avec un recouvrement des courbes maîtresses jusque Π = 5 mN/m. L’évolution de E ′ et E ′′
avec la pression de surface est de la même forme que pour l’isolat de tournesol.
Ces résultats montrent que la pureté de l’isolat agit sur la diffusion des composés en solution et la
formation d’assemblage est favorisée par les impuretés, notamment l’acide phytique et les composés
phénoliques. La présence d’une barrière à l’adsorption due aux impuretés n’est pas exclus. De plus,
les impuretés semblent réduire les interactions des protéines à l’interface, limitant ainsi la valeur
du module élastique. Toutefois, l’évolution des temps de latence et des facteurs d’échelles avec la
concentration suivent le modèle diffusif pour les deux isolats jusqu’à une concentration en solution
de 0.1 g/L. La pression de surface maximale est plus élevée en présence d’impuretés, cela indique
que les impuretés permettent un meilleur recouvrement interfacial des protéines à l’interface.
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Les enjeux de santé publique et de développement durable conduisent à intensifier l’utilisation
de protéines végétales notamment dans les secteurs de biens de consommation comme l’industrie
pharmaceutique, l’agro-alimentaire et les cosmétiques. La levée récente de certains verrous techno-
logiques permet aujourd’hui la purification industrielle de protéines végétales issues de tourteaux
provenant de la production d’huiles végétales. Ces protéines sont valorisables comme substituts aux
graisses saturées dans la structuration d’huiles à destination de la consommation humaine. Le manque
de texture d’huiles végétales insaturées peut être compensé par ces protéines jouant le rôle de stabi-
lisants et de gélifiants dans les émulsions. Nous nous intéressons aux propriétés fonctionnelles des
protéines de blé, de tournesol et de colza, en volume et aux interfaces. Nous avons montré que des gels
de protéines de tournesol avec des élasticités modulables sont obtenus par dénaturation thermique.
La dynamique de formation de films protéiques aux interfaces fluides a été étudiée en combinant
des mesures de tensiométrie, de viscoélasticité dilatationnelle et d’ellipsométrie. Les mesures sur
plusieurs ordres de grandeurs en concentrations et en temps mettent en évidence différents régimes
de structuration associés à différentes dynamiques d’adsorption pour les trois protéines de blé, de
tournesol et de colza étudiées. Nous discutons également le rôle de la flexibilité des protéines dans
ces différents régimes de structuration.
Mots clés : Protéines végétales, Gluten, Tournesol, Colza, Interface, Gel, Tension de surface dy-
namique, Rhéologie, Rhéologie interfaciale, Ellipsométrie.
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Challenges of public health and sustainable development trend to intensify the use of vegetables
proteins, particularly in consumer goods sectors such as pharmaceutical, food and cosmetics indus-
tries. The recent overcome of technical limitation allows the industrial purification of vegetables
proteins derived from meal made by vegetable oils production. These proteins are valuable as substi-
tutes for saturated fats in structuring oils for human consumption. The lack of unsaturated vegetable
oil texture can be reduced by these proteins acting as stabilizers and gelling agents in emulsions.
We are interested in the functional properties of wheat, sunflower and rapeseed proteins, by volume
and at interfaces. We have shown that sunflower protein gels with modulable elasticities are obtai-
ned by thermal denaturation. In addition, we studied the dynamics of protein film formation at fluid
interfaces by combining measurements of tensiometry, dilatational viscoelasticity and ellipsometry.
We highlight different structuring regimes and discuss the role of protein flexibility in this structuring.
Keywords : Plant proteins, Gluten, Sunflower, Rapeseed, Interface, Gel, Dynamic surface tension,
Rheology, Interfacial Rheology, Ellipsometry.
